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L’os est un organe dynamique qui se renouvelle constamment grâce à une activité 
coordonnée des ostéoblastes et des ostéocytes qui forment la matrice osseuse nouvelle, et 
des ostéoclastes qui la dégradent. De la naissance à la fin de l’adolescence, le squelette 
subit une croissance rapide, médiée par une activité de formation osseuse intense, encore 
appelée modelage osseux. Cette acquisition de masse osseuse est finement régulée grâce à 
l’action de nombreux facteurs systémiques et locaux. L'acide lysophosphatidique (LPA) est 
un médiateur lipidique naturel dont les fonctions biologiques affectent de nombreux organes 
et de nombreux types cellulaires, y compris les cellules osseuses, ostéoblastes, ostéocytes 
ostéoclastes. L’action du LPA sur le tissu osseux a été mise en évidence pour la première 
fois dans notre laboratoire, dans un modèle murin dans lequel l’expression de son récepteur 
LPA1 a été désactivée de façon globale (Lpar1-/-). Ces animaux présentent un défaut de 
croissance ainsi que des anomalies osseuses sévères. Cependant, en raison de l’expression 
ubiquitaire du récepteur LPA1, ce modèle ne permet pas de déterminer l’effet spécifique du 
LPA dans cellules ostéoblastiques dont l’action est majoritaire au cours de la croissance. 
 L'objectif de mon travail de thèse a été d’étudier le rôle spécifique du LPA et de son 
récepteur LPA1 dans la lignée ostéoblastique, afin de déterminer son importance pendant le 
modelage de l’os. Pour ce faire, j’ai étudié des souris Lpar1-∆Ob, générées au laboratoire, et 
dont l’expression du récepteur LPA1 a été spécifiquement supprimée dans la lignée 
ostéoblastique. Ces souris ont présenté une baisse de la minéralisation osseuse et une 
réduction de l’épaisseur de l’os corticale, ainsi qu'une augmentation de la porosité 
osseuse. In vitro, les ostéoblastes primaires Lpar1-∆Ob et cl1-Ob-Lpar1-/- immortalisés ont 
révélé une prolifération cellulaire réduite, une altération de la differentiation et une activité de 
minéralisation réduite. De plus, j’ai mis en évidence chez les souris Lpar1-∆Ob une nette 
altération de la fonction des ostéocytes. Enfin, j’ai pu montrer in vitro, à la fois dans les 
ostéoblastes primaires Lpar1-∆Ob et immortalisés cl1-Ob-Lpar1-/-, que l’absence du 
récepteur LPA1 induit une altération importante de la formation des dendrites, processus 
précoce et déterminant dans leur différenciation en ostéocyte (ostéocytogenèse).  
 Ces résultats suggèrent un nouveau rôle pour le LPA dans le contrôle de la masse 
osseuse via la minéralisation osseuse et la fonction des ostéocytes. Ils représentent une 
piste intéressante à explorer en physiopathologies pour résoudre des problématiques de 
minéralisation. Ils pourraient également ouvrir des perspectives dans l’exploration de 
certaines anomalies d’acquisition de masse osseuse comme la scoliose idiopathique de 
l’adolescent, qui est une pathologie rare dans laquelle des défauts de fonction ostéocytaire 





Bone is a complex and dynamic organ that is constantly renewing by the coordinated activity 
of osteoblasts and osteocytes which form the new bone matrix, and osteoclasts responsible 
for bone resorption. During normal childhood and adolescence, the skeleton undergoes rapid 
growth, mediated by intense bone-forming activity, also called bone modeling. This 
acquisition of bone mass requires the proper interaction of numerous systemic and local 
factors. Lysophosphatidic acid (LPA) is a natural lipid mediator whose biological functions 
affect multiple organs and multiple cell types, including bone cells. The action of LPA on 
bone tissue was demonstrated for the first time in our laboratory, in a global Lpar1-knockout 
mice. These animals present a growth defect as well as severe bone abnormalities. 
However, due to the large expression of LPA1 in the cells, including bone cells, the Lpar1−/− 
mice are not suitable to understand the specific effect of LPA in osteoblastic cells, that have 
the predominant action during growth. 
 The objective of my thesis work was to study the specific role of LPA and its receptor 
LPA1 in the osteoblastic lineage, in order to determine its importance during bone modeling. 
Thus, I studied the osteoblast-specific Lpar1 knockout mice (Lpar1-ΔOb) that we generated 
in the laboratory. These mice revealed reduced bone mineralization and decreased cortical 
thickness, as well as increased bone cortical porosity. In vitro, primary Lpar1-ΔOb and 
immortalized cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts revealed a reduced cell proliferation associated 
with alterations in differentiation markers, and reduced mineralization activity. Furthermore, I 
highlighted in Lpar1-ΔOb mice a markedly impaired osteocyte specification. Finally, I was 
able to show in vitro, both in primary Lpar1-ΔOb and immortalized cl1-Ob-Lpar1−/− 
osteoblasts that the absence of LPA1 receptor leads to a significant alteration in the 
dendrites formation, an early and decisive process in their differentiation into osteocytes 
(Osteocytogenesis). 
These results suggest a new role for LPA in the control of bone mass via bone 
mineralization and osteocyte function. They will certainly be helpful in pathophysiology to 
solve mineralization problems. They could also open perspectives in the exploration of 
certain abnormalities in bone mass acquisition such as adolescent’s idiopathic scoliosis, 
which is a rare pathology in which defects in osteocyte function similar to those in Lpar1-∆Ob 
mice have been reported. 
  




AMPc: AMP cyclique 
ATX: autotaxine 
BMP : Bone Morphogenetic Protein 
BMPR: Bone Morphogenetic Receptor 
mBMSC: murine Bone Marrow Stromal Cells 
BSP: Bone Sialoprotein 
ColI: collagène de type I 
CRE: cyclic AMP response element 
DMEM : Dulbecco’s Modified Eagle Medium 
FGF: Fibroblast Growth Factor 
FGFR: Fibroblast Growth Factor Receptor 
GMPc: GMP cyclique 
GPCR: G Coupled receptor Protein 
IGF1: Insulin-like Growth Factor1 
IL: Interleukine 
IP: Inositol-phosphate 
LPA: Lysophosphatidic Acid  
LPA1: Lysophosphatidic Acid receptor 1 
LPA2: Lysophosphatidic Acid receptor 2 
LPA3 : Lysophosphatidic Acid receptor 3 
LPA4 : Lysophosphatidic Acid receptor 4 
LPA5 : Lysophosphatidic Acid receptor 5 
LPA6 : Lysophosphatidic Acid receptor 6 
LPC: Lysophosphatidyl Choline 
Lrp5: lipoprotein related peptide 5 
MAPK: Mitogen Activated Protein Kinase 
M-CSF: Macrophage-Colony Stimulating Factor 




PA: Phosphatidic acid 
PG: Prostaglandine 
PI3K: Phosphatidyl Inositol 3 Kinase 




PKA: Protéine Kinase A 
PLA: Phospholipase A 
sPLA: Phospholipase A sécrétoire 
PLC: Phospholipase C 
PLC: Phospholipase C 
PLD: Phospholipase D 
PTH: Parathyroid Hormone 
PTHrP: Parathyroid Hormone-related Peptide 
PTHR1: Parathyroid Hormone-related Peptide receptor 1 
RANK: Receptor Activator of Nuclear Factor κB 
RANK-L: Receptor Activator of Nuclear Factor κB- Ligand 
RCPG: Récepteur Couplé aux Protéines G 
ROCK: Rho associated kinase 
RT-PCR: Reverse Transcriptase–Polymerase Chain Reaction 
Runx2: Runt-related transcription factor 2 
Shh: Sonic hedgehog 
Smad: apparentés aux protéines SMA (small body size) et MAD (mother against 
dpp) 
Sox9: SRY (sex determining region Y)-box 9 
TGF β: Transforming growth factors β 
TRAP: Tartrate Resistant Acide Phosphatase 
Wnt: Wg (wingless,) et Int (integration site) 




Tableau 1: Rôles physiologiques du LPA 
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L’équipe du Pr Jean-Pierre Salles, au sein de laquelle j’ai effectué ma thèse, étudie 
les mécanismes moléculaires impliqués dans la croissance et l’ostéogenèse. Elle a entre 
autres développé des modèles d’étude ayant contribué à une meilleur compréhension de la 
physiopathologie du syndrome de Noonan, notamment concernant l’activation de la voie 
Ras/MAPK, la production de I’IGF1 ou encore la présence de mutations impactant la 
croissance osseuse. Certains travaux y sont menés sur la sensibilité aux facteurs de 
croissance, dont l’hormone de croissance, l’IGF1, l’ocytocine et la ghréline dans le syndrome 
de Prader-Willi et la scoliose idiopathique de l’adolescent (AIS). D’autres études ont conduit 
à l’identification de l’acide lysophosphatidique (LPA) comme étant un régulateur paracrine 
impliqué dans la différenciation des ostéoblastes, et potentiellement impliqué de façon plus 
fondamentale dans le développement osseux.  
Le LPA est un facteur de croissance régulant de nombreux processus 
physiologiques. Son activité passe par des récepteurs de la famille des RCPGs, parmi 
lesquels le récepteur LPA1 a particulièrement montré des effets intéressants dans plusieurs 
types cellulaires. Dans le tissu osseux, le rôle du LPA est resté très peu étudié jusque dans 
les années 2000. Des travaux ont cependant pu montrer qu’il était impliqué à la fois dans la 
différenciation des cellules ostéoblastiques, et dans l’ostéoclastogenèse. Dans un modèle 
avec invalidation globale du récepteur LPA1, l’équipe du Pr Jean-Pierre Salles a révélé en 
2011, la présence d’anomalies osseuses ainsi qu’une ostéoporose et une activité altérée de 
la plaque de croissance chez des souris à 4 semaines de vie. Cette étude a corroboré la 
plupart des données in vitro, et posé pour la première fois dans un contexte in vivo, les 
bases de la biologie du LPA dans la croissance et l’acquisition de masse osseuse. Depuis, la 
connaissance du tissu osseux a évolué. De nouveaux mécanismes cellulaires ont été 
trouvés, et ce dans des modèles de plus en plus fidèles et représentatifs du tissu. Pour 
étudier le rôle du LPA1 pendant la formation osseuse, l’équipe a initié un nouveau projet 
visant à poursuivre l’exploration de la régulation de l’ostéogenèse par le LPA1 et à décrypter 
spécifiquement son rôle dans les cellules de la lignée ostéoblastique, grâce à un modèle de 
souris où le récepteur a cette fois été invalidé dans cette lignée cellulaire. Ce projet a obtenu 
une subvention de l’Agence Nationale de la Recherche (projet LYSBONE).  
Mon travail de thèse a donc été réalisé dans le cadre de ce projet ANR, en étroite 
collaboration avec l’équipe du Dr Olivier Peyruchaud de l’unité Lyos (INSERM U1033) de 
Lyon, qui travaille sur le rôle des lysophospholipides, en particulier du LPA dans le 




pu réaliser une exploration histologique du tissu osseux des souris, et j’ai pu étudier in vitro 
l’impact de l’absence du récepteur sur la prolifération, la différenciation et la minéralisation 
osseuse. L’ensemble de mes résultats associé à l’exploration de la microarchitecture 
osseuse réalisée par l’équipe du Pr Peyruchaud, ont montré une diminution importante de la 
minéralisation corticale, et un impact majeur sur l’homéostasie des ostéocytes, cellules 
prépondérantes dans l’os et correspondant au stade ultime de la maturation ostéoblastique.  
Dans un premier chapitre, je vais développer les connaissances de la littérature sur le 
développement osseux et l’ostéogenèse. Dans un deuxième chapitre, je vais détailler les 
données relatives à la biologie du LPA et en particulier de son récepteur LPA1. Enfin, je 
présenterai dans un dernier chapitre, les résultats expérimentaux que j’ai obtenus sur le rôle 
du récepteur LPA1 dans le processus d’ostéogenèse au cours de la croissance. Ces 
résultats seront suivis par une discussion et des perspectives, notamment sur la potentielle 
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4. CHAPITRE I : REVUE DE LITTERATURE SUR LE 
DEVELOPPEMENT OSSEUX et l’OSTEOGENESE 





1. Le développement osseux et l’ostéogenèse 
 
Le squelette est la charpente du corps humain. Il est constitué de 3 types d’os : les os 
longs (tibia, fémur par exemple), les os courts (os du carpe, vertèbres) et les os plats 
(sternum, côtes, calvaria). Grâce à ces os, le squelette permet de maintenir la posture du 
corps, et sert de moyen de protection des organes internes (figure 1). Le développement des 
tissus osseux composant le squelette se fait de façon évolutive. A 6 mois de gestation, le 
squelette du fœtus est entièrement composé de membranes fibreuses et de cartilage hyalin. 
A partir de cette période, le tissu osseux commence à se développer et à remplacer ces 
structures existantes. Ce phénomène est appelé ostéogenèse. L’ostéogénèse peut se 
dérouler de 2 manières différentes : l’ostéogénèse membranaire qui aboutit à la formation 
des os plats du squelette, et l’ostéogénèse endochondrale qui aboutit à la formation des os 
longs. L’ostéogénèse membranaire se fait directement par condensation des tissus 
mésenchymateux environnants, tandis que l’ostéogenèse endochondrale débute par une 
ébauche cartilagineuse qui se calcifie et qui est progressivement remplacée par du tissu 
osseux. Le tissu osseux est donc un tissu conjonctif spécialisé, dont la particularité réside 
dans la nature solide minéralisée de sa matrice extracellulaire (MEC). A la naissance, les 
bébés ont environ 350 os, dont une grande partie va se souder au cours de la croissance. A 
l'âge adulte, le squelette est composé de 206 os.  
 
Le tissu osseux revêt une importance capitale pour l’organisme tant sur le plan 
biomécanique que métabolique dans le maintien de l’homéostasie notamment grâce à 3 
fonctions principales : 
 
 Une fonction mécanique : qui permet au squelette d’une façon générale de soutenir le 
corps et de protéger les organes. En effet, le tissu osseux supporte un ensemble de 
forces telles que la pesanteur et les contraintes physiques externes, ainsi que des 
forces générées par les contractions musculaires (figure 2).  
 
 Une fonction hématopoïétique : Grâce à la moelle osseuse contenue dans son 
espace médullaire, l’os représente un réservoir de cellules souches,  à l’origine des 3 




lignées cellulaires du sang. De plus, la moelle contient Les cellules mésenchymateuses 
stromales, capables de se différencier en lignée de cellules spécialisées à savoir  les 
adipocytes, les fibroblastes, les myoblastes, les chondrocytes et les ostéoblastes. Les 
CMS servent également de support structural et fonctionnel aux cellules souches 













Figure 1 : Classification des os selon leur forme, adaptée de Anatomie et Physiologie humaine, chapitre 6, 5ème 
édition. 
 
 Une fonction métabolique et endocrine : La structure minéralisée de l’os représente 
le principal réservoir du calcium (99%) et du phosphore (90%) de l’organisme. Sous 
l’effet de contraintes mécaniques et hormonales, ces minéraux sont relargués ou 
stockés par le biais du remodelage osseux, participant ainsi au maintien de 
l’homéostasie phosphocalcique. L’os libère également dans la circulation sanguine au 
moins trois molécules impliquées dans l’homéostasie physiologique du corps: 
l’ostéocalcine, qui stimule la prolifération des cellules Béta du pancréas et donc la 




production d’insuline (1) ; le FGF23 (Fibroblast growth factor 23), qui agit sur les reins, 
afin de diminuer la réabsorption du phosphate; et la lipocaline 2, produite par les 
ostéoblastes, qui participe à la régulation de la balance énergétique par l’hypothalamus 











Figure 2 : Schéma montrant une vue d’ensemble des différentes fonctions du squelette humain 
 
 
1.1 Morphologie du tissu osseux 
 
Histologiquement, on distingue l’os cortical et l’os trabéculaire. La différence est 
basée sur le degré de porosité qui est de 5 à 30% pour l’os cortical et de 30 à 90% pour l’os 
trabéculaire. L’os cortical, aussi appelé os compact ou os haversien, constitue 90% du 
squelette. 80 à 90 % de son volume est occupé par la matrice osseuse d’où le terme 
« compact ». Il est l’élément essentiel dont est composé la partie médiane appelée diaphyse 
des os longs (figure 3). Il est principalement constitué d’ostéones ou systèmes de Havers fait 
de lamelles osseuses cylindriques disposées concentriquement autour du canal de Havers. 
Entre les lamelles se situent les ostéoplastes contenant le corps cellulaire des ostéocytes, 
cellules les plus abondantes du tissu osseux, surtout au niveau cortical. L’os trabéculaire ou 




os spongieux quant à lui est formé par un réseau de trabécules de tissu osseux, ramifiés et 
anastomosés, délimitant un labyrinthe d’espaces intercommunicants occupés par de la 
moelle osseuse et des vaisseaux. La matrice osseuse ne représente que 15 à 20 % du tissu. 
Il siège essentiellement dans les os courts, les os plats ainsi que dans les épiphyses 
(extrémités) des os longs (figure 3). Il est le composant essentiel des vertèbres. Les os 
longs, courts et plats sont entourés par le périoste, constitué par une couche externe de tissu 
conjonctif fibreux et par une couche interne contenant les cellules ostéoprogénitrices. La face 
interne des os longs est bordée par l’endoste, constitué d’une fine couche de tissu conjonctif 
contenant des cellules ostéoprogénitrices et des cellules bordantes. Les cellules 


















Figure 3 : Structure d’un os long (Humérus). (a) vue antérieur avec une coupe frontale où l’on voit l’intérieur de 
l’extrémité proximale. (b), vue tridimensionnelle grossie de l’os trabéculaire/spongieux et de l’os cortical/compact 
de l’épiphyse de la coupe a. (c), coupe transversale grossie de la diaphyse de la coupe a. la diaphyse est 
recouverte du périoste. Figure adaptée de Anatomie et Physiologie humaine, chapitre 6, 5ème édition. 
 




1.2 Structure et Composition de l’os  
 
Le tissu osseux est composé de cellules (ostéoblastes, ostéocytes, ostéoclastes) et 
d’une matrice extracellulaire. 
 
1.2.1 La matrice extracellulaire 
 
La matrice extracellulaire est secrétée par les ostéoblastes. Elle est constituée de 2 
composantes : une fraction organique, et une fraction inorganique ou minérale.  
 La fraction organique  
Elle est majoritairement composée de collagène de type I (90%), protéine assurant la 
résistance et l’élasticité de l’os. Le collagène est organisé sous forme de réseau de fibres 
associées à des protéines non collagéniques (PNC). Ces PNC représentent 10% du tissu 
organique. Elles sont composées de glycosaminoglycanes, et de protéoglycanes participant 
à l’organisation du tissu osseux, ainsi que de petites protéines (Ostéonectine, Sialoprotéines 
osseuses, ostéocalcine, ostéopontine) plus impliquées dans la régulation de processus 
physiologiques comme la minéralisation ou encore la résorption osseuse.  
 La fraction inorganique 
Elle est constituée principalement de cristaux d’hydroxyapatites ou phosphate tricalcique qui 
se fixent sur les fibres de collagène. Ces cristaux représentent environ 70 % du poids de l'os. 
On retrouve aussi des carbonates de calcium, des phosphates de magnésium. 
 
1.2.2 Les cellules osseuses 
 
Le remaniement perpétuel du tissu osseux est assuré par un ensemble de cellules 
progénitrices et de cellules spécialisées à savoir : les ostéoclastes, les cellules 
mésenchymateuses stromales (CMSs), les ostéoblastes et les ostéocytes (figure 4).  
 
 










Figure 4 : Schéma représentatif de la morphologie des différents types de cellules osseuses.  
 
 
1.2.2.1 Les ostéoclastes 
 
Les ostéoclastes sont les cellules responsables de la résorption osseuse. Elles sont 
plurinucléées avec 4 à 20 noyaux environ situés au centre de la cellule et donc volumineuses 
(20 à 100 μm de diamètre). Elles proviennent des cellules souches hématopoïétiques, et 
plus précisément de précurseurs mononucléaires circulants de la lignée monocyte-
macrophage comme démontré dans de nombreux modèles in vitro: moelle osseuse totale 
(2), macrophages péritonéaux et monocytes de sang circulant différenciés en ostéoclastes 
(3). Plusieurs facteurs sont nécessaires à la différenciation de ces précurseurs en 
ostéoclastes. Il est bien connu aujourd’hui, que les interactions avec les cellules stromales 
ainsi que des signaux moléculaires particuliers issus de leur microenvironnement sont 
déterminants dans cette différenciation. Trois acteurs moléculaires jouent un rôle majeur : le 
M-CSF (macrophage-colonystimulating factor) ou CSF-1, le RANKL,  ligand du récepteur 
RANK (récepteur pour l’activation du facteur de transcription NFκB), et l’ostéoprotégérine 
(OPG) qui est un antagoniste soluble du RANKL produit par les ostéoblastes.  
La différenciation commence par l’'engagement des premiers précurseurs des 
macrophages /ostéoclastes grâce au facteur de transcription PU.1. Une fois, l’engagement 
effectif, le M-CSF stimule leur prolifération et leur survie. Il est produit de façon constitutive 
dans le microenvironnement osseux par plusieurs types cellulaires, les cellules stromales, 
les ostéoblastes et les lymphocytes T. Il peut être aussi induit dans certains contextes 




inflammatoires par l’action des cytokines telles que le TNF et l’IL 10, ou en réponse à l’action 
de la vitamine D (4). Les premières études montrant le rôle du M-CSF ont été réalisées avec 
des expériences de différenciation de cellules hématopoïétiques de rate de souris normales 
en co-cultures avec des ostéoblastes primaires provenant de souris op/op déficientes en M-
CSF et ostéopétrotiques (5). En absence du M-CSF, ces cellules hématopoïétiques étaient 
incapables de se différencier en ostéoclastes matures, et mourraient à l’état de 
préostéoclastes au bout de 18h (6). Les précurseurs ostéoclastiques mononucléés expriment 
à leur surface un facteur protéique transmembranaire appartenant à la famille des récepteurs 
au TNF qui est le RANK. Ce récepteur est très important pour l’ostéoclastogenèse. Les 
souris déficiente pour le gène RANK développent une ostéopétrose sévère due à une 
inhibition totale de l’ostéoclastogenèse, comme rapporté par Dougall WC et al en 1999 (7). 
L’activation de RANK se fait par fixation de RANKL, un récepteur  de la même famille,  
exprimé à la surface des ostéoblastes ou des cellules stromales de la moelle, et aussi par les 
lymphocytes T activés dans certaines maladies inflammatoires (8,9). Cette activation aboutit 
à la différenciation ostéoclastique. L’interaction RANK/RANKL induit le recrutement de 
TRAF-6, un membre de la famille des TRAF (TNFR-associated factor). TRAF-6 se lie à un 
ou plusieurs des quatre sites de liaison du domaine intracellulaire du récepteur RANK puis 
active plusieurs cascades de signalisation, notamment celles impliquant le facteur de 
transcription NF-kB, les MAP kinase (ERK, Janus N-terminal kinase, et p38), et Akt-2 (10). Il 
a par exemple été  montré que les souris déficientes pour les gènes des deux sous-unités de 
NF-kB présentent une ostéopétrose sévère (11) de même que les souris traf6 -/- (12). 
L’ensemble de ces voies, additionné à des facteurs autocrines produits par les précurseurs 
ostéoclastiques tels que le facteur chimiotactique des éosinophiles-L (ECFL), aboutit à la 
production de molécules d’adhésion telles que ICAM-1 et LFA-1 (13). Les ostéoclastes 
expriment également l’intégrine αvβ3, ce qui leur permet d’établir une  forte interaction avec 
des composants de la MEC, et par conséquent une forte capacité à pouvoir migrer  à la 
surface des travées osseuses. L’interaction de l’ensemble des molécules de surface aboutit 
à la fusion des précurseurs mononucléés pour former des ostéoclastes matures 
multinucléés. Les ostéoclastes sont dotés d’un appareil lysosomal puissant capable de 
résorber la matrice osseuse, et contenant notamment une  phosphatase acide tartrate 
résistante (TRAP5b), un des principaux marqueurs ostéoclastiques. L’activité enzymatique 
de TRAP5b est représentative du nombre et de l’activité des ostéoclastes. Les ostéoclastes 
expriment aussi des récepteurs essentiels pour leur fonction, notamment le récepteur de la 




calcitonine (CTR) (14). Le CTR, lorsqu’il est activé par la calcitonine, induit une rétraction de 
la membrane ostéoclastique polarisée, et donc un blocage de l'activité de résorption.  
Lorsque les ostéoclastes sont activés, ils changent leur morphologie  relativement 
étalée, sans polarité membranaire, pour se polariser verticalement avec la formation d’une 
membrane spécialisée qui se met au contact de l’os pour l’activité de résorption (figure 5). 
Elle débute par la dissolution de la partie minérale par libération de protons par l’anydrase 
carbonique II, qui est une pompe à proton. Les protons s’associent avec le chlore pour 
donner de l’acide chloridrique. L’acidification et donc la diminution du pH conduit à la 
dissolution des cristaux de minéraux. La matrice collagénique déminéralisée est ensuite 
digérée sous l’effet d’enzymes lysosomiales telles que la cathepsine K, les collagénases et 
d’autres métalloprotéinases matricielles libérées par exocytose (15). Les lacunes laissées 
après l'action des ostéoclastes sont appelées lacunes de Howship. Une fois ces lacunes 
creusées, les ostéoclastes meurent par apoptose et sont remplacés par des macrophages 











Figure 5: Représentation de la différenciation ostéoclastique jusqu’à l’obtention d’un ostéoclaste mature capable 
de résorber la matrice osseuse. Les ostéoclastes sont issus de progéniteurs de la lignée monocyte-macrophage. 
Deux facteurs sont essentiels à l’ostéoclastogenèse : M-CSF induisant l’apparition des préostéoclastes et RANKL 
permettant leur fusion pour donner des ostéoclastes multinucléés qui se polarisent au contact de l’os. L’OPG 
produit par les ostéoblastes joue un rôle de régulateur négatif dans la formation des ostéoclastes. L’ostéoclaste 




mature s’attache sur les protéines de la matrice osseuse via l’intégrine αvβ3. Il se forme une zone scellée, la 
lacune de Howship dans laquelle la cellule libère des protons (H+) qui acidifient le compartiment et induisent une 
déminéralisation de la matrice osseuse. Les ostéoclastes libèrent des enzymes spécifiques (cathepsine K, 
MMP9…) qui dégradent la trame collagénique de l’os. 
 
L’OPG, troisième régulateur clé de l’ostéoclastogenèse mentionné plus haut, est une 
glycoprotéine produite par les ostéoblastes et aussi par d’autres cellules médullaires. Elle 
agit en se fixant sur RANKL. Cette fixation crée une compétition d’action pour la fixation à 
RANK, ce qui aboutit à une inhibition de la différenciation ostéoclastique (16,17). L’OPG 
appartient également à la famille des récepteurs au TNF, avec la particularité de ne pas 
comporter de domaine transmembranaire et par conséquent de n’induire aucun signal. Le 
ratio RANKL/OPG a donc une importance déterminante dans  la résorption osseuse. Par 
ailleurs, la délétion du gène de l’OPG provoque une ostéoporose sévère caractérisée par 
une résorption exacerbée (18), tandis qu'une sur-expression de ce gène induit une 
ostéopétrose, soulignant ainsi l’importance du système RANKL/OPG dans la détermination 
de la masse osseuse (19). 
 
 
1.2.2.2 Les cellules mésenchymateuses stromales  
 
Aujourd’hui, la nature des progéniteurs mésenchymateux aux propriétés de 
différenciation multiples, est mieux connue. Après le développement embryonnaire, il 
persiste des niches de cellules souches où les progéniteurs cellulaires sont maintenus dans 
un état quiescent indifférencié et servent au renouvellement des tissus (20). Ces sites sont 
très variés, incluant notamment la moelle osseuse, ou le stroma du tissu adipeux. Les CMSs 
de la moelle osseuse sont capables de se différencier en adipocytes, chondrocytes, 
ostéoblastes, ou en myoblastes. Les deux lignages cellulaires impliqués dans l’ossification 
endochondrale sont la chondrogenèse ou différenciation en chondrocyte et l’ostéogenèse ou 




















Figure 6 : Schéma montrant les lignages cellulaires possibles à partir de la différenciation  des CMSs de la 
moelle osseuse. Différents acteurs moléculaires sont impliqués dans la stimulation de ces lignages (Runx2, Wnt, 
BMPs, Sox9, MyoD, PPARγ) 
 
1.2.2.3 Les ostéoblastes 
 
Les ostéoblastes sont des cellules spécialisées dans la formation de la matrice 
minéralisée. Ils sont issus de CMS soit d'origine mésodermique pour les os longs, soit 
provenant des crêtes neurales dans les os du crâne et de la face. Chez l’adulte, ces CMS 
sont principalement présentes dans le périoste et le stroma de la moelle osseuse (23). 
Morphologiquement, les ostéoblastes matures présentent une forme cuboïdale (24). Les 
différents mécanismes cellulaires et moléculaires qui aboutissent à la différentiation des 
CMS en ostéoblastes sont bien connus aujourd’hui.  Plusieurs étapes peuvent ainsi être 
soulignées, notamment les phases précoces regroupant l’obtention et la prolifération des 
préostéoblastes, et les phases tardives pendant lesquelles les ostéoblastes deviennent 
matures et actifs. L’engagement vers la lignée ostéoblastique est induit par l’expression de 
deux facteurs de transcription majeurs qui sont Runx2/Cbfa1 et Osterix (Osx) (figure 7). Ces 
deux facteurs de transcription sont stimulés dans les CMS par les protéines 




morphogénétiques osseuses (Bone Morphogenetic Proteins ou BMPs) (25,26). Ce sont des 
membres de la superfamille du TGF-beta, signalisant par l'intermédiaire de récepteurs 
sérine-thréonine kinases, les récepteurs des BMP (BMPR) qui par phosphorylation des 
protéines transductrices de la famille SMAD, stimulent la formation osseuse. Tout d’abord, 
Runx2 est exprimé à un stade tardif dans les condensations mésenchymateuses. Il est aussi 
fortement exprimé au niveau des ostéoblastes en différenciation. Les souris mutantes sur le 
gène de Runx2 présentent une absence totale de formation osseuse en raison de l'arrêt de 
la maturation des ostéoblastes, avec un tissu cartilagineux immature à la place du squelette 
(27,28). Inversement, la surexpression de Runx2 dans d’autres types cellulaires,  est capable 
de rediriger leur différenciation vers un phénotype ostéoblastique (25). En effet, Runx2 
stimule l'activité des promoteurs d’effecteurs ostéoblastiques majeurs tels que l'ostéocalcine, 
l'ostéopontine et le collagène de type I suggérant son importance aussi durant la vie de 
l’ostéoblaste (29,30).  
 
 






Figure 7 : Schéma représentatif des étapes de la différenciation des ostéoblastes. L’action conjointe de différents 
facteurs comme les BMPs, la β-caténine par la voie Wnt, Runx-2 et Ostérix sur les cellules ostéoprogénitrices 
induit leur prolifération et leur différenciation en ostéoblastes matures, puis en ostéocyte, tout en supprimant les 
autres lignages cellulaires possibles. Les ostéoblastes produisent les constituants de la matrice osseuse comme 
le collagène de type I, et permettent sa maturation en exprimant de façon accrue la phosphatase alcaline, 
l'ostéocalcine, l'ostéopontine et la sialoprotéine osseuse. Figure adaptée à partir de la référence (31) 
 
 




Vient ensuite le facteur de transcription Osx, qui en aval de Runx2 exerce un effet 
spécifique sur le lignage ostéoblastique comme démontré avec les souris Osx KO qui 
développent un squelette cartilagineux, dépourvus d’ostéoblastes et de matrice osseuse 
(32,33). Une fois les premiers progéniteurs préostéoblastiques apparus, ils prolifèrent 
rapidement et se spécialisent grâce à l’activité d’autres facteurs de transcription, qui 
stimulent à la fois la prolifération et l’expression massive du collagène de type I et de la 
phosphatase alcaline osseuse (PAL osseuse). Ainsi, peut-on soulever l’importance de c-Fos 
et c-Jun, membre du complexe AP-1 dont l’activité est très intense dans les préostéoblastes. 
Msx2 (Msh homeobox homologue 2) et Dlx5 (Distal-less homeobox 5), deux facteurs de 
transcription à homéobox, dont l'expression est également stimulée par les BMP semblent 
aussi jouer un rôle important (34,35). Msx2 est fortement exprimé par les préostéoblastes, 
stimulant leur prolifération, tandis que son expression disparait chez les ostéoblastes 
matures (35). Sa surexpression accélère l’ossification membranaire tandis que son 
inactivation retarde la différenciation ostéoblastique (36). L’invalidation du gène Dlx-5 dans 
un modèle murin induit un retard d’ossification, sans altération de la morphogenèse, 
suggérant son implication dans le contrôle de l’ostéogenèse (37). L’action coordonnée de 
ces facteurs de transcription est essentielle pour les phases précoces de la différenciation 
ostéoblastique. On peut enfin évoquer l’importance du récepteur LRP5, membre de la famille 
des low-density lipoprotein receptors. Il a été rapporté comme stimulant la formation osseuse 
(38). Les ostéoblastes acquièrent au fur et à mesure une forme cellulaire cuboïdale et des 
caractéristiques fonctionnelles spécifiques. Ils sont dotés d’une intense activité de synthèse  
de par leur richesse en composants intracellulaires (réticulum endoplasmique,  
mitochondries, et appareil de Golgi ultra développés), leur permettant de produire le tissu 
ostéoïde et d’assurer sa calcification au cours de la croissance du squelette, de son 
renouvellement continu chez l’adulte et de sa réparation tout au long de la vie. Certaines 
protéines effectrices de l’ostéoblaste jouent un rôle clé dans cette activité. C’est le cas de la 
sialoprotéine osseuse (BSP), de la phosphatase alcaline, de l’ostéocalcine et de 
l’ostéopontine. La BSP fait partie des marqueurs tardifs ostéoblastiques. Elle est impliquée 
dans les processus de minéralisation osseuse et dentaire, et ce probablement en favorisant 
la liaison des minéraux à la matrice, du fait des sites de liaison au calcium qu’elle présente 
(39). L’ostéopontine est une phosphoprotéine non collagénique non spécifique du tissu 
osseux, impliquée dans l’adhérence de l’ostéoclaste à la MEC lors de la résorption osseuse 
(40). Son invalidation induit une augmentation de la masse osseuse (41). L’ostéocalcine ou 
Gla-protéine osseuse (BGLAP) est un marqueur de maturation, le plus tardif de la 




différenciation ostéoblastique, représentant 20 % des protéines non collagéniques (42,43), et 
dotée d’une forte affinité pour les minéraux. Elle se lie à la matrice osseuse minéralisée. Son 
relargage et sa disponibilité sérique indiquent une activité de formation osseuse. Les souris 
KO pour l’ostéocalcine ne présente aucune variation de leur masse osseuse suggère que 
l’ostéocalcine n’a pas d’implication directe dans la minéralisation. Il a depuis été établi que 
son rôle serait de stimuler la production par les adipocytes, d’adiponectine (44,45), de 
favoriser la sécrétion d’insuline (44), le tout aboutissant à l’utilisation du glucose et à une 
stimulation du métabolisme énergétique. La PAL osseuse est une enzyme ectocellulaire 
membranaire. Elle dégrade les pyrophosphates inorganiques, inhibiteurs de la calcification, 
ce qui augmente le taux de phosphate inorganiques nécessaires pour la minéralisation (46). 
Son expression débute depuis les stades précoces et évolue de façon croissante au cours 
de la différenciation. Elle faciliterait également le transport du phosphore par son activité 
phosphotransférasique. Le dosage sérique de la PAL est donc un bon reflet de l’activité 
ostéoblastique et du processus de formation osseuse, d’autant plus que les souris KO pour 
son gène présentent  une anomalie de la minéralisation osseuse (47). 
Tout au long de leur vie, les ostéoblastes jouent un rôle majeur dans 
l’ostéoclastogenèse. En effet, hormis l’importance crucial de l’interaction RANK/RANKL et du 
M-CSF susmentionnés, les ostéoblastes produisent des facteurs solubles activateurs tels 
que l’IL-1, le TNF alpha, l’IL-6 et l’IL-11 pour d’induire des mécanismes dépendant de 
RANK/RANKL ou non. L’IL-1, produite majoritairement par les monocytes et aussi par les 
CMS, stimule le recrutement et la survie des préostéoclastes et donc leur fusion (6). Il a par 
ailleurs été rapporté comme induisant l’expression de facteurs intermédiaires comme l'IL-6 
ou l'IL-11. L’IL-6, également produite par les monocytes et les CSM active la résorption 
osseuse par stimulation de RANKL, après fracture, ce qui favorise la réparation tissulaire 
osseuse (48). Par ailleurs, L’injection d’anticorps anti-IL-6 inhibe la perte osseuse chez la 
souris ovariectomisée, suggérant ainsi son importance dans l’ostéoporose post-
ménopausique. 
A la fin de la période de formation osseuse, les ostéoblastes peuvent suivre 3 voies. 
La plupart (65%) vont mourir par apoptose (49,50). Certains ostéoblastes deviennent des 
cellules bordantes sur les surfaces osseuses et elles ne présentent plus aucune activité de 
synthèse osseuse. Lorsque nécessaire, elles peuvent être réactivées ultérieurement en 
ostéoblastes matures pour former de l’os (49). Le reste des ostéoblastes (15%) va se 
retrouver piégé dans la matrice minéralisée et va se transformer en ostéocytes (figure 8). 










Figure 8 : A) Schéma montrant le devenir des cellules ostéoblastiques au terme de leur différenciation, où  elles 
deviennent des ostéocytes emmurés dans la matrice, meurent par apoptose ou stagnent au bord de la matrice 
comme cellules bordantes capables d’être réactivées. B) Coupe d’os cortical de fémur de souris coloré à 
l’hématoxyline éosine. 
 
1.2.2.4 Les ostéocytes 
 
L’ostéocytogenèse est l’étape finale de la différenciation ostéogénique. Les 
ostéocytes représentent plus de 90% à 95% du nombre total de cellules osseuses formant le 
squelette chez l’adulte. Ce sont des ostéoblastes ultra différenciés, entièrement emmurés 
dans la MEC osseuse minéralisée. Le corps cellulaire des ostéocytes est de plus petite taille 
que celui des ostéoblastes. Il est fusiforme, et possèdent moins d’organites que les 
ostéoblastes. Le corps cellulaire est enfermé dans une lacune de 15 à 20 µm de diamètre 
appelées ostéoplastes. Ils sont caractérisés par leurs prolongements cytoplasmiques, fins et 
reliés entre eux par des jonctions communicantes. Ces prolongements ou encore dendrites 
se localisent dans des canalicules anastomosées d'environ 250 à 300 nm de diamètre. 
L’ensemble des lacunes et des canalicules ostéocytaires forment un réseau complexe 
appelé réseau/système lacuno-canaliculaire des ostéocytes (figure 9). Ils ont des capacités 
de synthèse et de résorption limitées, mais jouent un rôle central dans le maintien 
l’homéostasie osseuse. 
La caractérisation et la compréhension des mécanismes cellulaires, moléculaires et 
génétiques qui se produisent au cours de la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes 
ont présenté des contraintes majeures et ce pendant des années, en raison du manque de 
modèles cellulaires ostéocytaires appropriées, et des difficultés à non seulement isoler un 




nombre suffisant d'ostéocytes primaires mais aussi à pouvoir les manipuler in vitro dans un 
environnement similaire à celui du tissu osseux. Cependant, au cours des dernières années, 









Figure 9 : Morphologie des ostéocytes in vitro et in vivo. (A) Image de microscopie confocale d’une coupe de 
fémur de souris adulte, marqué à la phalloïdine Alexa fluor 488 (vert) et au Dapi (bleu), où on aperçoit les 
ostéocytes dans leur réseau lacuno-canaliculaire (51). (B) Ostéocyte primaire en 2D visualisé par microscopie 
électronique à balayage (52). 
 
 Mécanismes cellulaires de l’ostéocytogenèse 
Au cours de la transition ostéoblastes-ostéocytes, plusieurs observations dans le 
changement morphologique  des ostéoblastes ont été décrites dans la littérature. La 
morphologie des ostéoblastes passe d'une forme cuboïdale à une forme plus étoilée avec la 
formation et l'allongement de nombreuses projections cellulaires vers la matrice 
extracellulaire. Ces projections sont désignées sous le terme de dendrites. Au fur et à 
mesure que l'ostéocyte s'intègre et se différencie, il présente un volume cellulaire moins 
important c’est-à-dire jusqu'à 70% en moins (51). L’ostéocyte subit également des 
changements ultrastructuraux, au niveau du réticulum endoplasmique et de l'appareil de 
Golgi qui sont réduits (53). Cependant, ils acquièrent un réseau de mitochondries très 
développé par rapport à celui des ostéoblastes, suggérant déjà des changements radicaux 
dans le métabolisme intracellulaire (52). La transition ostéoblastes-ostéocytes implique par 
ailleurs une vaste réorganisation des protéines du cytosquelette (54). La formation des 
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dendrites dépendant d’ailleurs en partie de ces changements. Les dendrites s’étendent à la 
fois vers la surface osseuse et vers l’intérieur de l’os et développent des interconnexions. 
Cette morphologie caractéristique forme ainsi, grâce aux canalicules, un réseau fonctionnel 
puissant, assurant le transport d’un fluide circulant d'un ostéocyte à l'autre. De façon plus 
globale, les dendrites relient le cytoplasme des ostéocytes adjacents et permettent le 
passage de ce fluide canaliculaire. Il contient des nutriments et des signaux biochimiques 
essentiels à la communication, au maintien de la viabilité cellulaire et par conséquent au 
fonctionnement normale de l'ostéocyte (55–57). Il permet d’échanger des molécules de 
moins de 1 kDa (62). Des anomalies dans le réseau lacuno-canaliculaire ont été rapportées 
comme pouvant avoir des conséquences négatives sur la qualité des os. Il a été rapporté 
que le nombre de canalicules augmente avec l'âge (58,59), et qu’au contraire, on observe 
une diminution significative du nombre de dendrites ostéocytaires avec une corrélation 
directe avec la qualité de l’os qui se dégrade au cours du vieillissement (60,61). Une fois 
encore cela témoigne de l’importance des ostéocytes dans l’homéostasie du tissu osseux et 
les place comme cible prioritaire dans les problématiques liés aux pathologies osseuses du 
vieillissement. 
 
 Mécanismes moléculaires et principaux marqueurs de l’ostéocyte 
L’une des premières étapes clées dans l’ostéocytogenèse est incontestablement la 
formation des dendrites. La caractérisation de cette étape a conduit à l’identification du 
premier marqueur de la différenciation ostéocytaire à savoir la protéine E11 (62,63). D’autres 
marqueurs précoces tels que Dmp1, Dkk1, MEPE, PHEX, seront exprimés tout au long de la 
maturation, avant d’aboutir à un ostéocyte ultra différenciés avec des marqueurs plus tardifs 
tels que la sclérostine et le FGF23. 
E11/Gp38 ou podoplanine, est une glycoprotéine membranaire exprimée par les 
préostéocytes. Elle est connue pour se lier au CD44 et aux complexes ezrine-radixine-
moesine (64). Cette liaison permet de déclencher la formation du processus dendritique dans 
les ostéocytes. Il a été démontré que la surexpression de E11 induit la formation de 
dendrites dans une lignée cellulaire ostéoblastique (52). L’inhibition de l’expression de E11 
par interférence à l'ARN provoque un blocage du processus dendritique dans des lignées 
cellulaires de type ostéocytes MLO-Y4 (65). D’autres études rapportent que E11 active la 
petite GTPase RhoA, entraînant ainsi un réarrangement du cytosquelette et une 




augmentation de la motilité cellulaire (66).  La régulation de E11 est loin d’être entièrement 
comprise. Cependant, l’action de certains facteurs de transcription capables de moduler son 
expression a été évoquée. C’est le cas de SP1 / 3 (77) et AP1 (67). In vivo, l'expression de 
E11 s'est avérée augmentée dans les ostéocytes après stimulation mécanique (65). Cette 
expression est plus élevée dans les préostéocytes, mais persiste dans les ostéocytes 
matures. 
DMP1 (dentin matrix protein 1) est une protéine de la MEC sécrétée, et impliquée 
dans la minéralisation. Il a été décrit dans les chondrocytes hypertrophiques et les 
ostéoblastes pendant la formation osseuse embryonnaire (68). Son expression débute dans 
les préostéocytes et perdure dans les ostéocytes matures. Les souris KO pour Dmp1 
présentent une hypophosphatémie et des niveaux très élevés de FGF23, un marqueur 
terminal de l’ostéocyte, ceci conduisant à une grave altération de la minéralisation et 
entraînant un phénotype ostéomalacique (69). Une autre protéine, PHEX, fortement 
exprimée dans les ostéocytes joue un rôle dans la minéralisation. D’ailleurs, la souris Hyp, 
mutée pour le gène PHEX présente une déminéralisation osseuse et est largement utilisée 
comme modèle de rachitisme hypophosphatémique lié à l'X (70). Les ostéocytes expriment 
également  MEPE (matrix extracellular phosphoglycoprotein) (71). MEPE augmente les 
niveaux de FGF23 via l'inhibition de l’activité enzymatique de PHEX (72).  
L’ostéocyte lors de sa maturation ultime exprime deux molécules fonctionnelles 
majeures à savoir le FGF23 et la sclérostine (codée par le gène SOST) (73–78). La 
sclérostine est une glycoprotéine sécrétée, qui agit comme un inhibiteur de la formation 
osseuse [81,82 rev PTH]. Elle inhibe la signalisation Wnt / Bèta-caténine au niveau des 
ostéoblastes. Un autre marqueur ostéocytaire, plutôt précoce, Dickkopf1 (Dkk1), protéine 
sécrétée, agit d’ailleurs par le même mécanisme (79,80). Cette inhibition de la voie Wnt, sur 
laquelle nous reviendrons un peu plus loin, conduit à une diminution de l’ostéogenèse. La 
réduction de la concentration et/ou de l'activité de la sclérostine chez les sujets humains 
conduit à deux maladies génétiques appelées la maladie de van Buchem et la sclérostéose, 
caractérisées par une prolifération osseuse généralisée et une sclérose progressive du 
squelette (73,81).  
Le FGF23 quant à lui est une hormone peptidique sécrétée principalement par les 
ostéocytes mais également les ostéoblastes matures. Il intervient dans la régulation de la 
phosphatémie. Je reviendrai de façon plus détaillée sur l’implication du FGF23 et de la 
sclérostine dans la partie relative à la fonction endocrine de l’ostéocyte.  




En somme, au cours de leur différenciation, les ostéocytes présentent un profil 











Figure 10 : Signature moléculaire des ostéocytes. Le profil d’expression des marqueurs évolue au fur et à 
mesure que l’ostéoblaste s’emmure dans la matrice jusqu’à atteindre le stade d’ostéocyte mature. Les processus 
dans lesquels sont impliqués les marqueurs sont indiqués, et montre l’importance de ces marqueurs 
comparativement au niveau d’expression des autres cellules de la lignée ostéoblastique. Figure adaptée à partir 
de la référence (82) 
 
Les mécanismes moléculaires qui régissent le déclenchement et qui assurent le 
maintien de ce profil d’expression génique, aussi connu à nos jours sous le terme de 
« spécifications de l’ostéocyte », méritent encore d’être mieux étudiés, même si d’énormes 
progrès scientifiques ont été réalisés en ce sens. En effet, l’importance de l’ancrage même 
de l’ostéocyte dans la matrice minéralisée a été évoquée comme étant l’un des premiers 
facteurs déclencheurs, du fait des contraintes d’hypoxie cellulaire qui en découlent. La 
rigidité de la matrice fait d’elle un milieu très pauvre en oxygène. Cela pousse l’ostéocyte à 
s’adapter à cette restriction de l’accès à l'oxygène. Cette adaptation se traduit donc par des 
modifications de leur profil métabolique (83). Il a d’ailleurs été rapporté que tout en 
conservant leur statut oxydatif, les ostéocytes expriment fortement des protéines impliquées 




dans la réponse hypoxique comme l’ORP150 (Oxygen-regulated protein 150 kD), et que ces 
conditions favorisent l'expression des marqueurs ostéocytaires (51,84,85). Comme 
l’oxygène, l’environnement ostéocytaire est tout aussi pauvre en nutriments et ce malgré 
l’accès que peut garantir le réseau lacunocanaliculaire. Là encore, l’ostéocyte s’adapte au 
manque de nutriments. Cette adaptation a été minutieusement étudiée par Sánchez-de-
Diego C et al qui ont démontré l’effet spécifique de la restriction en glucose (86). En effet, ils 
ont pu montrer que la privation en glucose  déclenche dans l’ostéocyte l'activation de la voie 
AMPK/PGC-1. L'AMPK (Protéine kinase AMP dépendante) agit comme un capteur d'énergie 
cellulaire et joue un rôle essentiel dans la reprogrammation métabolique. Une fois activée, 
l’AMPK entraîne une absorption plus élevée du glucose, une induction des processus 
d’autophagie et une biogenèse mitochondriale en partie par les PGC-1 (Proliferator-activated 
receptor gamma (PPARγ) coactivator-1) (87). Les PGC-1 sont des co-activateurs 
transcriptionnels qui répondent à un certain nombre de signaux environnementaux et qui 
régulent la biogenèse mitochondriale ainsi que l’expression de leurs gènes cibles (88). 
L’étude de Sánchez-de-Diego C et al., a permis d’établir clairement que les marqueurs 
ostéocytaires comme Dmp1, FGF23 et Sclérostine sont positivement régulés par cette voie 
(86). 
 
 Les fonctions de l’ostéocyte  
 
o La fonction de mécanotransduction 
Les ostéocytes sont capables de détecter des stimuli mécaniques et capables de les 
convertir en réponse cellulaire. Ainsi, les premières fonctions connues des ostéocytes sont la 
mécanoréception et la mécanotransduction. La diminution de l’expression de la sclérostine 
est l’une des réponses ostéocytaire découlant de cette mécanotransduction (89). La 
déformation physique de la matrice osseuse par les mouvements, l’activité physique ou le 
poids du corps humain font partie des stimuli mécaniques. Ils sont captés par certaines 
protéines dont la polycystine 1 (PC1), codée par le gène PKD1. Il est connu que les souris 
dont la fonction PC1 est altérée développent une ostéopénie (90). De façon plus 
intéressante, une délétion spécifique de PKD1 dans les ostéocytes réduit la masse osseuse 
des animaux, ainsi que leur sensibilité à la charge mécanique (91). D’autres acteurs 
participent à la fonction de mécanotransduction.  Le CD44 par exemple qui est une molécule 
d’adhésion impliquée dans la communication cellulaire via la connexine 43 (Cx43) semble 




jouer un rôle important. Il est fortement exprimé à la surface des ostéocytes (92). De même, 
il a été rapporté que l'intégrine 5-1 interagit avec Cx43 afin d’induire l'ouverture des canaux 
hémiculaires dans les cellules MLO-Y4, et ce en réponse à une stimulation mécanique (93). 
La Cx43 est un composant majeur des jonctions lacunaires ostéocytaires, également 
important pour la survie des ostéocytes si bien que sa suppression dans la lignée 
ostéoblastique entraîne une augmentation de l'apoptose des ostéocytes (94). De même, les 
ostéocytes de souris âgées, présentent un réseau dendritique moins développé, une 
expression réduite de  Cx43, une sensibilité moindre aux charges mécaniques, et par 
conséquent une entrée en apoptose accrue aboutissant à une diminution progressive de la 
masse osseuse. Plusieurs marqueurs ostéocytaires sont induits et régulés par la stimulation 
mécanique comme E11 (65) ou les régulateurs de la minéralisation et de l'homéostasie du 
phosphate comme PHEX, MEPE et DMP1 (95–97).  
 
o La fonction de modulation de l’ostéoclastogenèse 
Les ostéocytes expriment et secrètent du  RANKL soluble et ceci a largement été 
démontré in vivo (98–100) et in vitro dans des cellules MLO-Y4 (101–103), indiquant donc 
clairement  leur capacité à stimuler l’ostéoclastogenèse. De même, les ostéocytes sont 
capables de secréter à la fois le M-CSF et l'OPG (101,104). L’incidence du RANKL d’origine 
ostéocytaire est d’autant plus significative pour le remodelage osseux normal que l’abolition 
de son expression spécifiquement dans les ostéocytes, dans un modèle murin a révélé un 
phénotype ostéopétrotique chez les animaux adultes. Ces observations ont pu clairement 
montrer que le RANKL dérivé des ostéocytes est essentiel (105,106). Par ailleurs, Il a été 
rapporté que les corps apoptotiques dérivés des ostéocytes sont capables d’induire la 
formation d'ostéoclastes in vitro et in vivo contrairement à ceux dérivés d’ostéoblastes (107), 
suggérant ainsi un effet endocrine intrinsèque de l’ostéocyte dans l’initiation de 
l’ostéoclastogenèse suite aux fractures.  
 
o La fonction de modulation de l’ostéoblastogenèse 
L’ostéocyte contrôle l’ostéoblastogenèse notamment  via la production et la sécrétion de 
la sclérostine. Au niveau osseux, la sclérostine agit comme un inhibiteur de l’ostéogenèse 
(figure 11). En effet, elle a une action antagoniste sur la signalisation Wnt / Bèta-caténine du 




fait de sa capacité à se lier aux corécepteurs Wnt LRP5 et LRP6 (Lipoprotein related 
peptides) au niveau des ostéoblastes, provoquant ainsi leur rentrée en apoptose (112–115). 
Ainsi, plusieurs études sur des modèles murins ont démontré que l’invalidation de Sost induit 
une augmentation de la masse osseuse (116,117). Cette observation quasi révolutionnaire a 
d’ailleurs conduit à l’étude d’anticorps monoclonaux dirigés contre la sclérostine, dans des 
modèles de rongeurs et chez l’homme comme potentiel traitement de l'ostéoporose (118–
122). C’est le cas par exemple du Romosozumab (118,123,124). De plus, cette inhibition de 
la signalisation Wnt / Bèta-caténine par la sclérostine, conduit à une diminution de 
l’expression de l’OPG qui est une des cibles de la voie Wnt au niveau des ostéoblastes 
(125). Ceci favorise de façon indirecte l’ostéoclastogenèse.  
Par ailleurs, l’inhibition de la signalisation Wnt par la sclérostine sécrétée, semble se 
produire également au niveau des progéniteurs mésenchymateux, avec comme 
conséquence une diminution du lignage et de la différenciation ostéoblastique en faveur 
d’une augmentation de la différenciation adipogénique. Le rôle de la sclérostine au niveau 
des chondrocyte de la plaque de croissance n’est pas clairement identifié à ce jour (114). 
 
o La fonction propre de résorption  
Comme vu précédemment, les ostéoclastes sont les cellules majoritairement 
responsables de la résorption osseuse, et cette activité peut être stimulée par les ostéocytes. 
Cependant, l’une des caractéristiques spécifiques de l’ostéocyte, est sa capacité intrinsèque 
à résorber la matrice osseuse et ce dans diverses conditions. En effet, l'activité de TRAP fait 
partie des premiers éléments de résorption ayant été décrits dans les ostéocytes (108,109). 
De même, il a été récemment constaté chez les souris que la surface lacunaire des 
ostéocytes augmente avec la lactation et revient à la normal avec le sevrage forcé (110). 
D’autres études rapportent que ces ostéocytes de souris allaitantes expriment des gènes 
normalement associés aux ostéoclastes, comme la cathepsine K, la TRAP, ainsi que 
l'anhydrase carbonique 2. Ces observations démontrent que les ostéocytes ont la capacité 
de remodeler leur matrice périlacunaire et péricanaliculaire, et ce processus a été montré 
comme particulièrement actif durant l’allaitement pour permettre la mobilisation du calcium 
(111,112). Il semble que le remodelage ostéocytaire est en partie médié par la sclérostine. 
Des études in vitro ont pu montrer que l’ajout de sclérostine à des MLO-Y4 ou à des 
ostéocytes humains primaires induit l'expression de gènes de remodelage périlacunaires 




comme la cathepsine K, l’anhydrase carbonique 2 et la métalloprotéinase matricielle 13 
(113).  
 
o La fonction endocrine de l’ostéocyte  
L’ostéocyte joue un rôle endocrine via la production et la sécrétion et du FGF23 et 
potentiellement de la sclérostine, dont nous avions parlés précédemment. En dehors du 
microenvironnement osseux, la sclérostine a été rapporté comme ayant potentiellement un 
rôle dans certains contextes pathologiques. En effet, chez l’homme, des taux élevés de 
sclérostine sérique ont été rapportés chez les diabétiques. De plus, une étude clinique a 
révélé que des niveaux élevés de sclérostine sont corrélés à la mortalité due à des causes 
cardiovasculaires chez les patients ayant un diabète de type 2 (114). En outre, des souris 
nourries avec une alimentation riche en graisses ont présenté une augmentation du poids 
corporel et de la masse grasse, et une sclérostine sérique élevée (115). Ces données 
suggèrent que la sclérostine pourrait non seulement servir de biomarqueur du risque de 
mortalité cardiovasculaire, mais serait potentiellement impliquée de façon dans la régulation 










Figure 11 : Effets de la sclérostine dans le microenvironnement osseux. La signalisation canonique Wnt est 
inhibée par la sclérostine, résultant en une diminution de la formation osseuse. La sclérostine limite également la 
différenciation cellulaire de la lignée mésenchymateuse vers la lignée des ostéoblastes et favorise la 




différenciation adipogénique. Elle favorise l’apoptose des ostéoblastes, maintient les cellules bordantes au repos 
et inhibe la transition des ostéoblastes en ostéocytes. La sclérostine favorise indirectement  la résorption 
osseuse. Figure adaptée à partir de la référence (116). 
 
Le deuxième acteur de la fonction endocrine de l’ostéocyte est le FGF23. Cette 
hormone peptidique est produite très majoritairement par les ostéocytes matures, et possède 
une expression relativement faible par le cerveau, le thymus, l’intestin grêle, les testicules, le 
cœur, le foie et les ganglions lymphatiques (25). Au niveau osseux, la production de FGF23 
est stimulée par le métabolite actif de la vitamine D, 1,25(OH)2-Vitamine D ou calcitriol, et les 
apports en phosphate. Une fois secrétée, via son action au niveau du rein, le FGF23 diminue 
la réabsorption rénale de phosphate, inhibe la production du calcitriol et et stimule 
l’augmentation son catabolisme. Ceci permet de maintenir la phosphatémie dans des valeurs 
normales (figure 12). La surproduction de FGF23 induit entre autre une hypophosphatémie, 
et une déminéralisation osseuse. À l’opposé l’absence de FGF23 efficace s’accompagne 
d’une hyperphosphatémie avec hypercalcitriolémie et une hypercalcémie. Les effets du 
FGF23 sont médiés par son interaction avec ses récepteurs : FGFR (FGFR1, FGFR3, 
FGFR4) en présence d’une protéine Klotho. Klotho agit comme cofacteur essentiel à la 
fixation du FGF23 sur les FGFRs, et ce mécanisme d’action est spécifique à la signalisation 
FGF23 (26, 27). Klotho est principalement exprimée dans le rein, le muscle, le cerveau et la 
glande parathyroïde. Au niveau de cette dernière, le FGF23 induit une diminution de la 
sécrétion de PTH, hormone essentielle dans l’ostéogenèse. L’expression FGF23/Klotho est 
modifiée en particulier au cours de l’insuffisance rénale.  
La fonction endocrine de l’ostéocyte est donc absolument vitale pour le maintien de 
l’homéostasie phosphocalcique de l’organisme. Elle l’est plus particulièrement dans la 
régulation des mécanismes de formation du tissu osseux au cours de son développement, et 



















Figure 12 : Le FGF23 d'origine osseuse régule le métabolisme du phosphate. Le FGF23, synthétisé par les 
ostéoblastes et les ostéocytes, inhibe la réabsorption du phosphate et supprime la production de 1,25 (OH) 2D3 
par sa liaison au complexe récepteur FGFR1 et Klotho dans le rein. Le FGF23 supprime également la synthèse et 
la sécrétion de PTH de manière dépendante de Klotho dans la parathyroïde. La synthèse et la sécrétion de 
FGF23 par les ostéoblastes et les ostéocytes sont régulés positivement par la 1,25 (OH)2 Vit D et la PTH. Figure 
adaptée à partir de la référence (117). 
 
1.3 Les mécanismes cellulaires de l’ostéogenèse 
 
Le développement osseux chez l’homme et les mammifères est un processus 
complexe composé de phases séquentielles de morphogenèse et de croissance. Le 
squelette embryonnaire est formé dans un premier temps et le squelette adulte dans un 
second temps. Deux types d’ossification, membranaire et endochondrale contribuent à son 
développement (118–120). Le point de départ de ces deux types d’ossification est la 
condensation à partir de progéniteurs mésenchymateux. Ceux-ci sont à l’origine de la 
formation du tissu osseux avec trois origines embryologiques différentes : les crêtes 
neurales, les somites et les plaques latérales du mésoderme (121,122) (figure 1). Ces 
progéniteurs communs aux ostéoblastes et aux chondrocytes sont parfois appelés 
progéniteurs ostéochondraux (121,123). 
 





1.3.1 L’ossification membranaire 
 
Cette ossification concerne essentiellement les os plats de la calvaria ainsi que la 
partie distale de la clavicule (122). Elle débute par la condensation de tissus 
mésenchymateux. Les cellules mésenchymateuses vont se différencier directement en 
ostéoblastes produisant la matrice osseuse. Ensuite l’ossification va progresser de proche en 
proche à partir du centre avec la  formation d’un réseau de travées osseuses qui donnent un 
aspect spongieux à l’os. Cet os fibreux sera ensuite totalement résorbé et remplacé par de 
l’os lamellaire. Le tissu conjonctif qui entoure l’os spongieux se transforme en périoste. Chez 
l’adulte, sa face profonde élaborera des lamelles de tissu osseux compact qui formeront les 
tables externes et internes de l’os. L’ossification membranaire a été associée à l’expression 
de marqueurs de l’ostéogenèse comme des facteurs de transcription pour le collagène de 
type I, l’ostéopontine, la BSP, l’ostéocalcine, les BMPs et des cytokines pro-inflammatoires 
TNFα (Tumor Necrosis Factor α) et l’interleukine (IL)-1α. Le VEGF (Vascular Endothelial 
Growth Factor) est présent de façon précoce dans l’os membranaire (122,124,125). 
 
1.3.2 L’ossification endochondrale  
 
Le processus d’ossification endochondrale concerne la majorité des os. Il est 
responsable de la croissance en longueur des os longs mais aussi des vertèbres et des os 
de la base du crâne. Il repose sur la formation d’une matrice cartilagineuse appelée plaque 
de croissance, qui sera remplacée progressivement pendant le développement fœtal et 
après la naissance par de l’os (figure 13). Ces matrices cartilagineuses sont issues de la 
condensation de cellules mésenchymateuses qui se différencient ensuite en chondrocytes et 
sécrèteront les composants de la matrice extracellulaire du cartilage (126). Cette 
différenciation est sous la dépendance du gène Sox9, codant pour un facteur de transcription 
dont les mutations sont responsables en pathologie de la dysplasie campomélique, qui 
comporte des os courts et incurvés. La plaque de croissance y est de taille réduite avec une 
expansion de la zone hypertrophique et une minéralisation prématurée (127–129). Le déficit 
total de Sox9 empêche les condensations mésenchymateuses (130). Sa délétion à des 
stades plus tardifs, diminue la prolifération des chondrocytes. 
 




L’ossification endochondrale comporte deux mécanismes : le premier est la 
destruction du cartilage initial évoqué ci-dessus, et le second son remplacement par de l’os.  
 
Le cartilage initial est envahi dans son centre puis à chaque extrémité de l’os par des 
cellules qui vont constituer des centres d’ossification primaire et secondaire. Ces centres 
d’ossification s’étendent progressivement au reste du cartilage et finissent par le remplacer 















Figure 13 : Ossification endochondrale dans un os long. a) Formation d’une gaine osseuse autour du modèle de 
cartilage hyalin. b) Calcification du cartilage situé au centre de la diaphyse et formation de cavités. c) Invasion des 
cavités internes par le bourgeon conjonctiovasculaire et début de la formation de l’os spongieux. d) Allongement 
de la diaphyse et formation de la cavité médullaire pendant l’ossification ; apparition de points d’ossification 
secondaires dans les épiphyses en prévision du stade e. e) Ossification des épiphyses ; à la fin de ce stade, il ne 
reste du cartilage hyalin que dans les cartilages épiphysaires et dans les cartilages articulaires. Figure adaptée de 
Anatomie et Physiologie humaine, chapitre 6, 5ème édition. 
 
Au niveau de ces centres d’ossification va se mettre en place une structure de 
différenciation organisée en colonnes dans laquelle les chondrocytes prolifèrent puis 
s’hypertrophient et involuent par apoptose. La prolifération des chondrocytes est une étape 
extrêmement importante dans le développement du tissu, car elle permet de fournir un pool 
de cellules suffisant, qui va ensuite se différencier et produire de la matrice. La prolifération 
et l’hypertrophie des chondrocytes sont principalement régulées par le facteur Ihh (Indian 




hedgehog). L’Ihh est synthétisé par les chondrocytes qui quittent le stade prolifératif, aux 
premiers stades de l’hypertrophie. Il lie un récepteur membranaire Patched-1 (Ptc-1) qui 
active Smoothened (Smo) une protéine membranaire entraînant une cascade d’activation de 
gènes. Le déficit d’Ihh ou de Smo induit un défaut de prolifération chondrocytaire et une 
augmentation de la fraction hypertrophique, les chondrocytes quittant prématurément le pool 
prolifératif (131). La production de l’ihh est régulée par un autre facteur, le PTHrP 
(Parathyroid Hormone related peptide), une protéine synthétisée par les chondrocytes 
prolifératifs. Nous reviendrons sur le PTHrP plus loin. Au niveau des chondrocytes 
hypertrophiques, la matrice cartilagineuse est envahie par un réseau vasculaire 
progressivement remplacé par le front d’ossification (118) (figure 14). 
 
L’apoptose des chondrocytes hypertrophiques conduit à leur remplacement par des 
progéniteurs ostéoblastiques et à l’élaboration du tissu osseux trabéculaire au sein d’une 
matrice osseuse progressivement calcifiée. Le chondrocyte hypertrophique, organisateur de 
l’ossification endochondrale, envoie lors de son apoptose des signaux aux cellules du front 
d’ossification en produisant divers facteurs de croissance. La production de VEGF par les 
chondrocytes hypertrophiques contribue notamment à l’envahissement vasculaire de cette 
zone, à l’activité chondroclasique et au recrutement de progéniteurs ostéoblastiques du 
périoste à la périphérie externe de l’os au niveau des épiphyses (126,130,132). La 
différenciation chondrocytaire est le véritable moteur de l’ossification endochondrale et de ce 












Figure 14 : Structure de la plaque de croissance. La plaque de croissance est une structure dynamique avec une 
zone de prolifération chondrocytaire, une zone occupée par les chondrocytes différenciés, une zone de cartilage 
en calcification, envahie par le réseau vasculaire et remplacé par une zone d’ossification. L’image histologique 




correspond à une coloration au trichrome de Masson réalisée sur une coupe de fémur de souris âgée de 4 
semaines, et montrant la zone équivalente au schéma. La flèche indique le sens de croissance de l’os en 
longueur. Figure adaptée à partir de la référence (118) 
 
En aval de l’ossification initiée par les chondrocytes de la plaque de croissance, la 
croissance de l’os se poursuit par l’action des cellules osseuses proprement dites. Aux 
extrémités diaphysaires de la plaque de croissance, les ostéoclastes et les ostéoblastes 
présents agissent en coopération étroite. Les ostéoclastes creusent dans la matrice 
cartilagineuse en calcification, des travées larges et profondes qui sont rapidement comblées 
par de la matrice osseuse (collagène de type I essentiellement) synthétisée par les cellules 
ostéoformatrices proprement dites c’est-à-dire les ostéoblastes. Ce  processus actif est 
encore appelé modelage osseux. 
 
1.3.3 Le modelage osseux 
 
Au cours de la croissance, les os grandissent en longueur et en épaisseur, afin 
d’avoir une résistance suffisante aux contraintes mécaniques. Au niveau de l’os trabéculaire, 
il y a un accroissement à la fois de la masse et de la densité. Au niveau cortical, la densité 
varie peu, mais l’épaisseur augmente. Cette augmentation active de la masse osseuse est 
désignée par le terme de « modelage osseux ». Le terme de modelage désigne la formation 
d’un tissu osseux à un endroit qui n’en a jamais contenu. Il se fait par apposition osseuse au 
niveau du périoste, de façon dépendante du site squelettique. Cette apposition intense se fait 
de façon concomitante à une résorption osseuse (remodelage osseux) interne au niveau de 
l’endoste. Le modelage dépend donc de l’action coordonnée des ostéoblastes et des 
ostéoclastes, dont la synergie permet de façonner les os et d’éviter d’éventuelles 
malformations. Cependant, pendant le modelage, les ostéoblastes ont une activité largement 
supérieure à celle des ostéoclastes. Cette supériorité de la formation sur la dégradation 
garantie une acquisition de masse osseuse rapide et adéquate du squelette. 
Lorsque l’activité des ostéoblastes est équivalente ou inférieure à celle des 
ostéoclastes, l’os est dit en état de remodelage. C’est le cas chez l’adulte jeune et chez les 
personnes âgées. 
 




1.3.4 Le remodelage osseux 
 
Le remodelage osseux est un processus intrinsèque au tissu osseux, cortical ou 
trabéculaire, à la fois pendant le modelage, et tout au long de la vie du squelette. Il permet 
d’assurer le renouvellement constant du tissu osseux en permettant la dégradation de la 
matrice ancienne par les ostéoclastes et son remplacement par une matrice neuve par les 
ostéoblastes. Ainsi, contrairement au modelage, l’os est formé sur du tissu osseux 
préexistant. Chez l’adulte, 10% du squelette sont renouvelés chaque année. Ce 
remaniement permet le maintien de l’intégrité structurale de l’os et d’éviter la 
dégénérescence excessive. Il permet aussi la réparation de microtraumatisme ou la 
mobilisation rapide de minéraux nécessaires à l’homéostasie de l’organisme. Le remodelage 
se déroule sur des sites appelés unités fonctionnelles de remodelage. Chez l’adulte sain, ce 
sont 3 à 4 millions d’unités fonctionnelles de remodelage qui naissent chaque année et 
environ 1 million de ces unités assurent le renouvellement osseux à différents sites du 
squelette à tout moment. Comme nous l’avons vu, pendant le modelage, le remodelage 
osseux est moins important, du fait de la supériorité de la formation sur la dégradation. Chez 
l’adulte, un cycle de remodelage dure environ 4 mois, et comprends deux principales 
phases : une phase de résorption et une phase de formation. Avant le remodelage, l’os est 
dans un état quiescent, avec les cellules bordantes apposées sur la surface de la matrice 
minéralisée. Pendant la phase de résorption, se déroule une première étape dite d’activation, 
initiée par l’action des ostéocytes. En effet, les ostéocytes sont en mesure  de détecter 
différents signaux qui vont initier ce remodelage osseux, signaux qui sont liés soit à des 
microfractures ou lésions osseuses, soit à une action hormonale systémique. Ces signaux 
aboutissent à une apoptose des ostéocytes, suivie d’une libération locale par l’ostéocyte 
apoptotique du RANKL, cytokine indispensable au recrutement et à la différenciation des 
précurseurs ostéoclastiques en ostéoclastes matures capables de dégrader la matrice 
minéralisée. Ainsi, la matrice est résorbée telle que décrit plus haut, grâce à l’activité 
d’enzymes spécifiques. La résorption dure approximativement 12 jours et se termine par la 
mort par apoptose des ostéoclastes.  Une fois les ostéoclastes disparus, des macrophages 
apparaissent au niveau de la lacune : c’est l’étape d’inversion (figure 15). 
 
 












Figure 15 : Représentation schématique des quatre étapes du processus de remodelage osseux : phase de 
résorption, inversion, formation et quiescence.  
Vient ensuite la phase de formation, pendant laquelle les macrophages apparus au 
niveau de la lacune disparaissent pour laisser place aux précurseurs ostéoblastiques 
provenant des CMSs présentes dans la moelle osseuse. Ces précurseurs sont attirés dans 
la lacune de résorption, prolifèrent rapidement et se différencient en ostéoblastes matures 
qui forment une nouvelle matrice collagénique non minéralisée, l’ostéoïde, qui est 
secondairement minéralisée. La phase de formation osseuse est plus longue et dure 
approximativement trois mois. Le processus de remodelage osseux est finement régulé dans 
les conditions physiologiques de façon à assurer une balance adéquate entre résorption et 
formation osseuse pendant les différents stades du développement, de l’enfance à l’âge 
adulte (133). 
Ainsi, modelage et remodelage osseux doivent permettre de garantir une acquisition 
de masse osseuse suffisante chez l’enfant et un maintien de l’architecture et de la masse 
osseuse chez l’adulte. Tout dérèglement dans les processus de contrôle est susceptible 
d’induire des répercussions responsables de prise exagérée ou de perte de masse osseuse. 








1.3.5 L’Acquisition du pic de masse osseuse  
 
Elle est possible grâce à une activité de formation osseuse très intense, et un 
remodelage osseux peu actif. La courbe de la croissance osseuse peut être découpée en 
plusieurs phases (figure 16). Une première phase de croissance osseuse rapide s’écoule de 
la naissance à 4 ans. Après un léger ralentissement, une deuxième phase se déroule 
pendant la puberté. Pendant cette deuxième phase, la croissance atteint un niveau très 
élevé de façon rapide qui correspond au pic de masse osseuse, et qui représente donc la 
valeur maximale de la masse osseuse atteinte au cours de la vie en un site squelettique 
donné. Cette valeur dépend non seulement de la croissance osseuse au cours de l’enfance 
et de la puberté, mais aussi de la consolidation osseuse chez l’adulte jeune. L’accélération 
de la croissance osseuse s’étend de 11 à 15 ans chez la fille et de 13 à 17 ans chez le 
garçon. Une part importante de la masse osseuse, de l’ordre de 25 %, est acquise durant les 
2 années où la croissance est maximale. Les gains deviennent modestes au-delà de 18 ans, 
même si l’acquisition est possible jusque vers 30 ans. Pendant ces deux premières phases, 
c’est donc le processus du modelage qui est le plus actif (134).  
Chez l’adulte jeune en situation non pathologique, la masse osseuse reste 
stationnaire, du fait d’un équilibre entre formation et dégradation, de façon à maintenir le 
capital osseux maximal acquis vers la fin de la deuxième décade de vie. La masse osseuse 
acquise reste stable normalement pendant une trentaine d’années, par un remodelage 
équilibré. Enfin, le tissu osseux rentre dans une dernière phase dite de déclin, pendant 
laquelle la masse osseuse diminue lentement avec l’âge car la résorption devient 
progressivement plus importante que la formation ce qui résulte en un micro-déficit osseux à 
la fin de chaque cycle de remodelage. Il est maintenant prouvé que le pic de masse osseuse 
atteint en fin de croissance est un déterminant du risque futur d’ostéoporose et donc de 
fractures. Les individus qui atteignent un niveau élevé de masse osseuse en fin de 
croissance ont donc un avantage par rapport aux autres, parce qu’ils affrontent mieux les 
diminutions de la densité osseuse associées à des paramètres peu modifiables comme 



















Figure 16 : Acquisition multifactorielle du pic de masse osseuse. Figure adaptée à partir des références 
(133,135)  
 
L’acquisition du pic de masse osseuse est multifactorielle. Elle comporte des facteurs 
génétiques, expliquant 70 % de la variabilité des valeurs de densité minérale osseuse (DMO) 
observées dans une population, et des facteurs acquis. Un régime équilibré avec un apport 
protéino-calorique satisfaisant est nécessaire. Un apport suffisant en calcium, en vitamine D 
et en vitamine K, indispensable à la carboxylation de l’ostéocalcine, est requis. L’exercice 
physique est très étroitement corrélé au degré de DMO. Les œstrogènes ont également un 
rôle essentiel en stimulant d’abord la croissance des os longs puis l’involution des cartilages 
de croissance. Ils stimulent aussi l’apposition endocorticale responsable d’épaississement 
cortical et ceci de façon plus importante chez la fille que chez le garçon. Dans les sous-
parties qui vont suivre, nous allons développer quelques facteurs biochimiques importants de 
la composante génétique. 
 
 




1.4 Les facteurs influençant l’ostéogenèse et la masse osseuse 
 
Différents facteurs biochimiques et hormonaux, sont impliqués dans le contrôle de 
l’ostéogenèse, grâce à leurs propriétés à réguler finement les processus 
d’ostéoblastogenèse et d’ostéocytogenèse. De nombreux facteurs de croissance à action 
locale peuvent intervenir en activant des signalisations spécifiques. Dans cette partie, je 
présenterai l’importance de la voie Wint Bèta-caténine, le rôle des BMPs et des FGFs dans 
la régulation de l’ostéogenèse 
 
Dans le deuxième chapitre, je développerai les facteurs hormonaux, activant des 
processus endocrines et paracrines essentiellement dépendants des RCPGs. 
 
1.4.1 La Voie Wnt Bèta-caténine  
 
Il existe deux voies de signalisation wnt, la voie canonique et la voie non canonique. 
La voie canonique est médiée par la β-caténine. En l'absence de stimulation Wnt, la β 
caténine cytoplasmique est phosphorylée par un complexe constitué par la glycogène 
synthase kinase-3 (GSK-3), l’adenomatous polyposis coli (APC) et l’axin. Elle est ensuite 
ubiquitinée et dégradée rapidement par le système protéasomique pour empêcher son 
accumulation cytoplasmique. En revanche, la stimulation Wnt supprime l'activité GSK-3 et 
induit l'accumulation cytoplasmique de β-caténine. La β-caténine accumulée se transloque 
vers le noyau où elle induit l'expression des gènes cibles tels que les facteurs de 
transcription de la famille Lymphoid Enhancer binding Factor (LEF) / T-cell Factor (TCF) par 
inactivation des co-répresseurs associés (136–141). L'activation de la signalisation Wnt est 
déterminée par la combinaison des ligands wnt au récepteur Frizzled (FZD) et au co-
récepteur transmembranaire LRP5/6.  
Des ligands tels que Wnt5a et Wnt11 active les voies Wnt/Ca2+ et Wnt/Planar Cell 
Polarity (PCP) sans induction de l’accumulation de la caténine intracellulaire. Cette dernière 
signalisation représente la voie non canonique de Wnt. Dans la voie Wnt / Ca2 +, la 
concentration intracellulaire accrue de Ca2+ active la protéine kinase II dépendante de la 
calmoduline (CaMK II) et la protéine kinase C (PKC). Dans la voie Wnt/PCP, de petites 
protéines G telles que Rac et Rho sont activées de sorte à induire la motilité et la polarité 
cellulaire (137–139,142).  





La voie Wnt est essentielle à l’ostéogenèse (figure 18). En effet, des études à base 
de souris transgéniques ont rapporté que le ligand Wnt10b favorise l’acquisition de masse 
osseuse (143–145). D’autres études in vitro ont également révélé que Wnt6, Wnt10a et 
Wnt10b impliqués dans la voie canonique, étaient capables de supprimer la différentiation de 
cellules souches mésenchymateuses en adipocytes et de favoriser la réorientation de la 
différenciation vers la lignée ostéoblastique (145,146). De plus, les souris LRP5 KO (LRP5-










Figure 17 : Activation et inactivation de la voie canonique Wnt/β-caténine dans l’ostéoblaste. La sclérostine et 
Dkk1 empêchent la formation du complexe LRP5/6-Fizzled. Figure adaptée à partir de la référence (133). 
Ces études ont entre autres permis de mieux comprendre l’importance de la voie Wnt 
dans les phases précoces de l’ostéogenèse, notamment dans l’ostéoblastogenèse. Par 
ailleurs, des effets sur l’ostéoclastogenèse ont été rapportés. Il a été montré dans plusieurs 
travaux que l’activation de la signalisation canonique Wnt dans les cellules de la lignée des 
ostéoblastes améliore l'expression l’OPG et inhibe la différentiation des ostéoclastes 
(137,138,148–152). De plus, les souris conditionnellement invalidées pour la caténine dans 
les précurseurs de l'ostéoclaste présentent une ostéopénie due à une différentiation accrue 
des ostéoclastes. Ces résultats indiquent donc que l'activation de la voie de signalisation 
canonique Wnt dans les précurseurs ostéoclastiques, supprime l'ostéoclastogenèse de 
manière indépendante de l'OPG.  




De façon plus intéressante encore, une diminution de la masse osseuse a été 
rapportée chez les souris conditionnellement invalidées pour LRP5 dans les ostéocytes, ce 
qui a permis de bien mettre en évidence l’importance de LRP5 dans le maintien de la masse 
osseuse via les ostéocytes (153). D’autres études ont permis d’aller plus loin, en mettant en 
exergue l’implication de wnt dans la transmission des signaux de charge mécanique des 
ostéocytes aux cellules bordantes (154). La voie wnt a également été rapportée pour inhiber 










Figure 18 : Schéma montrant les effets (vert pour l'activation et rouge pour l'inhibition) de la signalisation Wnt/ b-
caténine sur les l’ostéoblastogenèse et l’ostéoclastogenèse. Figure adaptée à partir de la référence (156) 
 
Nous avions évoqué plus haut le rôle crucial de la sclérostine et de Dkk1 qui inhibent 
la signalisation Wnt dans les ostéocytes (figure 17). Plusieurs effecteurs ostéocytaires de wnt 
ont également été rapportés tels que E11, PHEX, MEPE et DMP1 (157–159). La 
combinaison de tous ces éléments montre que la voie wnt β-caténine joue un rôle important, 
non seulement dans l’ostéoblastogenèse et dans l’ostéoclastogenèse, mais également dans 
la viabilité et la fonction mécanique des ostéocytes, et donc dans  l'intégrité du tissu osseux. 
 
 




1.4.2 Les protéines morphogénétiques osseuses (BMPs) 
 
Les BMPs ont été découvertes en 1965 par Urist (160). Ce sont des facteurs de 
croissance appartenant à la famille des TGFβ, et impliqués dans plusieurs processus 
biologiques tels que la morphogenèse, le lignage cellulaire, la différenciation, la prolifération 
et le contrôle de l’apoptose dans divers tissus. Le rôle des BMPs a en premier été mis en 
évidence dans le développement du squelette, avec des travaux décrivant largement leur 
implication à la fois dans l’ossification membranaire et dans l’ossification endochondrale 
(161). En effet, certains  BMPs stimulent la formation des structures craniofaciales, ainsi que 
la prolifération et la différenciation des cellules souches mésenchymateuses en chondrocytes 
et en ostéoblastes. Ainsi, les BMP-2, BMP-4, BMP-6, et BMP-7 se sont avérés induire la 
formation de tissus osseux et cartilagineux in vivo (162–165). La BMP-7 est exprimée par les 
chondrocytes prolifératifs et les BMP-2 et –6 par les chondrocytes hypertrophiques (166–
171). Des données in vitro ont par ailleurs rapporté que les BMP-2, BMP-6 et BMP-9 sont 
capables d’induire une différenciation ostéoblastique dans des cellules progénitrices 
mésenchymateuses en stimulant l’activité de la phosphatase alcaline et l’expression de 
l'ostéocalcine (172). 
L’activité biologique des BMP est induite par leur liaison à des récepteurs 
membranaires de type sérine-thréonine kinase de type I et II (figure). Ces récepteurs une fois 
activés, se dimérisent et phosphorylent des protéines intracellulaires appelées Smad et 
MAD. Une fois les Smad 1, 5, 8 phosphorylées dits R-Smad, elles interagissent avec la 
Smad4 ou Co-Smad. Ce complexe est ensuite transféré au noyau pour activer la 
transcription et l’expression de gènes cibles comme des facteurs de croissance tels que Shh 
qui favorise la prolifération chondrocytaire. D’autres facteurs de différenciation peuvent être 
stimulés, comme le collagène de type 1, la phosphatase alcaline, l’ostéopontine ou la 
sialoprotéine osseuse (173–176). Les BMPs peuvent aussi activer d’autres voies de 
signalisation Smad indépendante comme la voie Ras/MAPK. L’activation de cette voie dans 








1.4.3 Les facteurs de croissance des fibroblastes (FGFs) 
 
Les Fibroblast Growth Factors (FGF) et leurs récepteurs (FGFR) sont des familles de 
protéines homologues essentielles dans le développement. Chez l’homme, la famille des 
FGFs comprend 22 ligands de signalisation qui, une fois sécrétés, sont capables de se lier et 
d’activer leurs récepteurs (177).  On retrouve d’un côté les FGF1 à 14, FGF16 à 18, FGF20 
et FGF22 qui sont des ligands sécrétés avec des propriétés de signalisation paracrine, se 
liant aux FGFRs en étroite association avec les protéoglycanes héparane sulfate (HSPG) de 
la MEC, qui leur servent de cofacteur. Ensuite, il y a le FGF19 (fgf15 chez les rongeurs), le 
FGF21 et le FGF23 dont nous avons déjà parlé, qui sont des molécules endocrines qui 
nécessitent l’intervention du co-récepteur Klotho pour activer les FGFR (177). Cinq 
récepteurs aux FGFs sont connus à ce jour, dont les quatre premiers (FGFR1 à 4) sont des 
récepteurs tyrosine kinase, le dernier (FGFR5) ne possédant pas de domaines 
intracellulaires tyrosine kinase (178). L’expression de ces récepteurs diffère suivant le stade 
et selon les tissus. Les ligands FGF9, FGF18, FGF2, FGF7 et les récepteurs FGFR1, 
FGFR2, et FGFR3 ont particulièrement été rapportés dans la régulation du développement 
du squelette. D’abord, au niveau de la plaque de croissance, on retrouve une très faible 
expression du FGFR2, une expression importante du FGFR3 dans les chondrocytes 
prolifératifs et hypertrophiques, puis une expression élevée du FGFR1 dans les 
chondrocytes hypertrophiques (179–184). Le FGFR3 exerce une régulation négative sur les 
chondrocytes de la plaque de croissance par une activation de STAT1, ERK1 / 2 et p38,  qui 
conduit à une expression accrue de l'inhibiteur du cycle cellulaire p21Waf1/Cip1, à l'activation de 
p107 et à une diminution de l’expression de SOX9. Cette cascade aboutit à la suppression 
de la prolifération, de la différenciation terminale ainsi que de la synthèse de matrice post 
mitotique des chondrocytes (177). Certaines mutations activatrices du gène du FGFR3 sont 
associées à l’achondroplasie, maladie autosomique dominante qui est la forme la plus 
fréquente de nanisme à membres courts. La sévérité est liée à l’impact fonctionnel de la 
mutation sur le cartilage de croissance (185). Dans des modèles de souris, de telles 
mutations diminuent la prolifération chondrocytaire et désorganisent la structure du cartilage 
de croissance, dont la taille (186). Les récepteurs FGFR1 et 2 quant à eux, surtout le 
FGFR1, semblent exercer une régulation positive sur les chondrocytes de la plaque de 
croissance, même si leurs effets sont encore mal connus. Les ligands FGF9 et FGF18 
semblent être ceux impliqués dans les précédents effets positifs. En effet, il a été rapporté 
qu’aux premiers stades de développement de l'humérus et du fémur, les souris Fgf9 -/- et 




Fgf18 -/- présentent une diminution de la prolifération des chondrocytes, ainsi qu’une 
altération de la zone hypertrophique (187–190). Les souris Fgf2 -/- ont été rapportées 
comme ne présentant pas d’anomalies majeures au niveau au de la plaque de croissance 
(191). 
Au niveau du tissu osseux, les FGFs semblent également jouer un rôle important 
aussi bien dans l’ostéoblastogenèse que dans l’ostéocytogenèse. En effet, plusieurs études 
ont montré que les FGFs modulent l’activité des cellules de la lignée ostéoblastique. Dans 
les cellules préostéoblastiques, l'activation de ERK 1/2 par la signalisation FGFR conduit 
principalement à une augmentation de la prolifération cellulaire (192). Dans les ostéoblastes 
matures, l’activation de ERK1/2 par FGF2 stimule l’expression et la stabilisation de RUNX2 
(193–195). Le même effet a été rapporté pour le FGF18 dont l’action via FGFR1/FGFR2 
stimule l'expression de Runx2 et la différenciation ostéoblastique dans des cellules 
préostéoblastiques murines (196).  
De plus, dans une lignée cellulaire d'ostéocytes, il a été rapporté que le FGF2 stimule 
l'expression de Dmp1, un marqueur des ostéocytes également via l'activation de ERK 1/2. In 
vivo, l'expression de Dmp1 est réduite chez les souris déficientes en ERK1/ERK2, et ces 
souris présentent un défaut total d’ostéocytes (197). Récemment il a été démontré que le 
FGF2 stimule l'expression de E11 et favorise la formation de dendrites dans les cellules 
ostéoblastiques de la lignée MC3T3 et dans des ostéoblastes primaires. De même, le FGF2 
a fortement activé les voies de signalisation ERK et PI3K/Akt. Les souris fgf2 -/- ont présenté 
au niveau cortical une diminution significative de la longueur de leur dendrites ostéocytaires 
(198). Le FGF7 semble également être impliqué dans l’ostéocytogenèse. Une récente étude 
a montré que le FGF7 était le plus exprimé par rapport aux autres membres de la famille 
FGF, à la fois dans la lignée cellulaire ostéocytaire MLO-Y4 et dans le tissu osseux murin. Il 
y a été montré que le FGF7 pouvait induire une augmentation de l’expression de Cx43 dans 
les ostéocytes et favoriser les processus dendritiques ainsi que la formation de jonctions 
lacunaires entre les ostéocytes, en stimulant l'accumulation cytoplasmique et translocation 
nucléaire de la β-caténine (199) 
Par ailleurs, les FGFs sont impliqués dans l’ostéoclastogenèse. FGF2 est connu pour 
stimuler la prolifération des précurseurs ostéoclastiques, et de stimuler via le FGFR1 l’activité 
des ostéoclastes matures par l’activation de MAPK (200–203). De même, le FGF18 favorise 
potentiellement l’ostéoclastogenèse par sa capacité à stimuler la production de RANKL et de 
la cyclooxygénase-2 dans les ostéoblastes (204). Une autre étude in vitro a montré que le 




FGF6 augmentait la différenciation et l'activité de résorption dans des ostéoclastes humains, 
alors que le FGF8a inhibait l'ostéoclastogenèse (205).  
 
L’ensemble de ces données montrent que le processus endochondrale est finement 
régulé et par différents facteurs dont la  β-caténine, les BMPs, les FGFs et leurs récepteurs. 
L’interaction entre les différentes voies de signalisation activées par ces facteurs régule la 
prolifération, la différenciation et l’activité des cellules osseuses, au cours du déroulement 
des processus de chondrogenèse, ostéoblastogenèse, ostéocytogenèse et 
ostéoclastogenèse. L’intervention de ces facteurs se fait de façon différentielle selon l’espace 
(site de développement du tissu osseux) et le temps (stade de développement), en particulier 









Figure 19 : Signaux extracellulaires régulant la différenciation des ostéoblastes (basés sur des études avec des 
modèles murins). (A) La signalisation IHH est nécessaire pour la différenciation des ostéoblastes (OB)  pendant le 
développement osseux endochondral. La liaison de l'IHH au récepteur Patched homologue 1 (PTCH1) active la 
signalisation via Smoothened (SMO), inhibant ainsi le clivage protéolytique  du répresseur GLI3 en GLI3R et 
favorisant l’activité de l'activateur GLI2 qui va stimuler RUNX2 et la progression du lignage vers des précurseurs 
ostéoblastiques. (B) La signalisation WNT favorise la différenciation des ostéoblastes soit via LRP5/6- Frizzled et 
la b-caténine, soit via la protéine kinase C δ (PKC δ), favorisant la progression vers le stade RUNX2 + OSX +. (C) 
La signalisation des protéines morphogénétiques osseuses (BMP) stimule la différenciation et la fonction des 
ostéoblastes. La Liaison de BMP2 ou BMP4 à leurs récepteurs entraînent la phosphorylation de SMAD1, SMAD5 
ou SMAD8. Ceux-ci peuvent alors former un complexe avec leur partenaire, SMAD4, et pénétrer dans le noyau 
pour réguler l'expression génique, favorisant finalement la transition vers des cellules RUNX2 +/OSX + et 
l’amélioration de la fonction des ostéoblastes matures. (D) La signalisation des facteurs de croissance des 




fibroblastes (FGFs) stimule la prolifération et la différenciation des préostéoblastes ainsi que l’activité des 
ostéoblastes matures. Elle favorise également la transition des ostéoblastes matures en ostéocytes (OCY). 
Figure adaptée à partir de la référence (206). 
 
La particularité des différents facteurs que nous venons de voir, est qu’ils exercent un 
effet autocrine et/ou paracrine sur les différentes cellules au sein du tissus osseux. 
Cependant, la formation du squelette ainsi que le maintien de son homéostasie sont 
également soumis à une régulation endocrine très complexe. Plusieurs hormones et facteurs 
systémiques interviennent de façon coordonnée afin de garantir l’intégrité et les fonctions 
des tissus osseux au cours de la vie. Dans le prochain chapitre, nous allons nous intéresser 
à cette régulation endocrine en se focalisant sur le rôle particulier des voies de signalisations 











2. Régulation endocrine et paracrine de l’ostéogenèse par les 
Récepteurs couplés aux protéines G: importance des voies 
Gi et Gs 
 
 
Les RCPGs constituent une des plus grandes familles de protéines 
transmembranaires, présentes au niveau de la surface des cellules dans les organismes 
multicellulaires. Plus de 800 RCPGs humains distincts (environ 2% à 3% de tous les gènes 
humains) ont été identifiés avec des motifs structurels communs. Environ 150 RCPGs 
humains ont des fonctions encore inconnues avec des ligands inconnus et sont par 
conséquent appelés récepteurs orphelins. Ils ont une structure spécifique composée de sept 
domaines transmembranaires hydrophobes (hélices-α) traversant la membrane plasmique. 
Ces domaines sont séparés par des boucles intra et extracellulaires, le domaine 
aminoterminal se situant du côté extracellulaire, et le domaine C-terminal à l’intérieur de la 
cellule. Les ligands capables de se fixer aux RCPGs sont de diverses natures : ions, acides 
aminés, nucléotides, peptides, protéines (hormones, cytokines, neurotransmetteurs…), ou 
encore lipides (207). L’interaction entre les ligands et les récepteurs se fait dans le domaine 
de liaison extracellulaire constitué par la portion NH2 terminale, les boucles extracellulaires 
et la poche formée à la surface de la membrane plasmique par les sept hélices assemblées. 
Les différentes conformations de ce domaine déterminent la spécificité du récepteur pour 
son ligand (208). La partie cytoplasmique des RCPGs possède une fente intracellulaire 
hautement dynamique où les partenaires de signalisation interagissent avec le récepteur. 
Trois familles de protéines à savoir les protéines G hétérotrimériques, les kinases (GRK) et 
les arrestines sont les principaux effecteurs de signalisation de la plupart des RCPGs. Le 
mécanisme de la transduction du signal induit par la liaison aux protéines G 
hétérotrimériques se déroule de la façon suivante : la liaison d’un agoniste au récepteur 
modifie sa configuration globale, ce qui engendre des changements dans les domaines 
intracellulaires (209,210). Ces changements permettent l’association spécifique du récepteur 
avec différentes protéines G hétérotrimériques. Celles-ci sont composées d’une sous-unité α 
interagissant avec un complexe βγ. Il s’en suit l’échange d’une molécule de GDP avec une 
molécule de GTP dans le site actif de la sous unité α, permettant alors la dissociation du 
complexe hétérotrimérique et l’interaction avec d’autres effecteurs intracellulaires ou 
membranaires. L’activité GTPase intrinsèque de la sous-unité α restaure ensuite une 
conformation inactive et l’affinité pour le complexe βγ (208). Les différentes sous unités α 




sont codées à partir d’au moins 17 gènes différents, et sont classées en 4 familles selon leur 
séquence : Gαs, Gαi / o (Gαi1–3, GαoA, B, Gαz), Gαq (Gαq, Gα11, Gα14, 16) et Gα13 
(Gα12, Gα13) (211,212). Une fois libre, elles peuvent activer différentes moléculaires 
effectrices comme l’adénylate cyclase. Le dimère βγ est également capable d’activer des 
effecteurs tels que les canaux potassiques ou encore des phospholipases spécifiques. 
L’activité des RCPGs est impliquée dans de multiples processus physiologiques et/ou 
pathologiques comme  le développement, la vision, le goût, l’odorat, le métabolisme, la 
neurotransmission, l’inflammation et la réponse immunitaire, la régulation du système 
nerveux autonome, le maintien de l'homéostasie cellulaire ainsi que la croissance tumorale 
et les métastases. Pour toutes ces raisons, les RCPGs sont à l’heure actuelle, les cibles 
pharmacologiques les plus importantes, représentant 12% de toutes les cibles 
médicamenteuses protéiques humaines. De plus, les effets thérapeutiques d'environ 34% 
des médicaments cliniquement utilisés de nos jours sont médiés par les RCPGs (213,214). 
 
Au niveau du tissu osseux, plusieurs RCPGs sont exprimés, exerçant une régulation 
endocrine et paracrine sur le modelage et le remodelage osseux. Ils sont notamment 
impliqués dans le contrôle de la prolifération, la différenciation et l’apoptose des ostéoblastes 
et des ostéoclastes, via les protéines G et de nombreuses kinases (PKA, PKC, MAPK…) qui 
régulent activement la progression du cycle cellulaire et l’expression de protéines spécifiques 
(215,216). Ainsi, des mutations ou dysfonctionnements de plusieurs RCPGs ont été associés 
à des anomalies osseuses humaines, anomalies validées pour la plupart dans des modèles 
animaux. Par exemple, la délétion des récepteurs  A1r (adenosine receptors 1), Cnr1 
(neuronal cannabinoid receptor CB1), EP1 (PGE2 receptor 1), Mc1r (Melanocortin 1 
receptor), a provoqué une augmentation de la masse osseuse et de la DMO (216). Par 
ailleurs, la délétion des récepteurs A2ar, A2br, Adrb1, Htr2, a induit une diminution 
importante de la masse osseuse (216). De même, des mutations du gène MC4R 
(melanocortin 4 receptor) ont été associées chez l’homme a une augmentation de la DMO, 
tandis que des mutations du gène codant pour ADRB2 (Beta-2 adrenergic receptor) ont été 
associées à une fragilité osseuse avec augmentation du risque de fracture (216). A 
l’évidence, la complexité des couplages mis en jeu par les RCPGs, est à prendre en compte 
pour mieux comprendre leurs effets. Certains couplages ont été beaucoup étudiés. Ainsi, 
l’activation de la voie Gs a été rapportée comme étant associée à une stimulation de la 
formation osseuse tandis que la voie Gi induirait une diminution de la formation osseuse 
trabéculaire (217,218).  





Une balance entre les voies Gs et Gi, a été également suspectée comme pouvant 
être déterminante selon les stades du développement, sans qu’aucun couple ligand 
récepteur n’ait été clairement mis en jeu. Cela représente l’une des hypothèses majeures 
restant encore non élucidées. De plus, certains récepteurs agissent via ces deux voies de 
signalisation. Cette redondance des signalisations en aval, ajoutée à la grande variété des 
différents RCPGs exprimés par les cellules osseuses, et ce de façon différentielle, 
complexifient d’avantage la compréhension de leurs effets.  
 
Dans la suite de cette partie, je développerai particulièrement la régulation par la PTH 
qui est considérée comme étant le principal agoniste de la signalisation Gs dans l’os via son 
récepteur PTHR1, et trois autres hormones, dont les récepteurs ont montré un intérêt 
physiopathologique dans la signalisation Gi dans le tissu osseux : Ghréline, sérotonine et 
mélatonine. En effet, cette signalisation par Gi a été montrée comme étant résistante dans 
les ostéoblastes de patients AIS, une des thématiques abordées au laboratoire. L’AIS est le 
type le plus courant de scoliose qui affecte les adolescents âgés de 10 à 13 ans avec un 
taux de prévalence de 1 à 4% dans le monde (219). Elle est caractérisée par une 
déformation en trois dimensions de la colonne vertébrale et des malformations osseuses 
corticales. De cause inconnue, cette pathologie fait l’objet de plus en plus d’études, explorant 
en particulier les voies de signalisation dérégulées dans les ostéoblastes. 
 
Le LPA sera abordé dans le chapitre suivant. 
 
 
2.1. Importance de la PTH et de la signalisation PTH/PTHR1/AMPc 
 
L'hormone parathyroïdienne (PTH) est un peptide de 84 acides aminés, qui est 
synthétisé dans les cellules des glandes parathyroïdes. Elle est essentielle pour le maintien 
de la concentration sérique de calcium dans des limites précises, grâce à son action sur les 
os, les reins, et indirectement sur le tractus gastro-intestinal. La PTH régule également le 
métabolisme du phosphore (220). Elle diminue dans le sérum les niveaux de phosphore par 
l'inhibition de la réabsorption des phosphates dans les tubules proximaux et distaux (220). La 
PTH est secrétée par les cellules parathyroïdiennes de manière tonique, et pulsatile. Sa 
synthèse et sa sécrétion sont contrôlées par le récepteur du calcium (CaSR) exprimé au 




niveau des membranes cellulaires parathyroïdiennes (221). A une moindre importance, la 
sécrétion de PTH peut également être stimulée par une augmentation des niveaux de 
phosphore (220). Il existe également un peptide désigné par PTHrP (parathyroid-hormone-
related peptide ou protein). Le PTHrP est retrouvé dans de nombreux tissus du fœtus et de 
l'adulte tels que épithélia, tissus mésenchymateux. Il possède environ 60 % d'homologie 
avec les 13 premiers acides aminés de la PTH (8/13) et des similitudes de conformation de 
séquences. Seule la région aminoterminale est similaire, les régions carboxyterminale et 
intermédiaire ne présentant pas d'homologie. L’activité PTH-like est contenue dans les 34 
premiers acides aminés. Les portions aminoterminales de la PTHrP et de la PTH ont donc 
des actions identiques par l'intermédiaire d'un récepteur commun PTH/PTHrP-R ou PTHR1 
qui fixe la partie aminoterminale avec la même affinité. Cette fixation entraîne une élévation 
de la calcémie, en augmentant la résorption osseuse et en diminuant l'excrétion rénale du 
calcium. L’expression du PTHrP et du PTHR1 est extrêmement précoce et durable tout au 
long de la différenciation ostéoblastique, débutant dès le stade de cellules ostéoprogénitrices 
pour se renforcer jusqu’au stade d’ostéoblastes matures, cellules bordantes et même 
d’ostéocytes (220). 
 
Une exposition continue à la PTH entraîne des effets cataboliques sur le squelette. 
Chez les sujets humains, cette activation ostéoclastique dû à l'excès de PTH et retrouvé 
dans l’hyperparathyroïdie primaire, caractérisée par  la perte osseuse tant corticale qu’au 
niveau de l’os trabéculaire du squelette (222–226). Par contre, des traitements, de faibles 
doses et intermittents de PTH entraînent des effets ostéoanaboliques (227). Ce traitement 
est d’ailleurs utilisé en clinique pour la prise en charge de l’ostéoporose. Les mécanismes 
moléculaires de cet effet anabolique de la PTH intermittente ont été largement étudiés. Le 
récepteur PTHR1 est couplé à plusieurs voies de signalisation intracellulaires liées aux 
protéines G hétérotrimériques. La signalisation cellulaire en aval du PTHR1 dépend en 
grande partie de la voie anti-apoptotique dépendante de l’AMP cyclique (AMPc), et donc de 
la sous-unité Gαs qui active l’adénylate cyclase (figure 20). L’activation de la cascade 
AMPc/PKA  permet la phosphorylation et l’inactivation de la protéine pro-apoptotique Bad, et 
à l’inverse, la stimulation de la transcription Runx2-dépendante de gènes de survie comme 
Bcl-2. De plus, elle induit une régulation négative de l'inducteur d'apoptose CARP-1 (Cell 
Cycle and Apoptosis Regulatory Protein), ainsi qu’une augmentation de la réparation de 
l'ADN, et une augmentation de l’expression de l’ostéocalcine, de la phosphatase alcaline, du 
collagène de type I, (228–231). PTHR1 peut aussi activer les phospholipases via Gαq/11, et 




donc induire l’activité de la protéine kinase C dont l’action participe dans une moindre 
mesure aux effets intracellulaires de la PTH (232). La PTH augmente aussi le nombre 
d’ostéoblastes en phosphorylant le récepteur PPARγ ce qui l’inactive et diminue donc 
l’engagement des progéniteurs multipotents vers la lignée adipocytaire au bénéfice de la 
lignée ostéoblastique. Enfin, la PTH peut stimuler indirectement la différenciation et la survie 
des ostéoblastes via la régulation de facteurs autocrines ou paracrines. Ainsi, via un 
mécanisme AMPc-dépendant, la PTH stimule la synthèse par les ostéoblastes d’IGF-1 et de 
FGF-2 qui favorisent la différenciation et la survie de ces cellules. La signalisation des BMPs 
a également été décrite comme médiateur de l’ostéogenèse  induite par la PTH (233). Au 
niveau des ostéocytes, la signalisation PTH-AMPc induit une diminution de la production de 
sclérostine, favorisant ainsi la différenciation des ostéoblastes par la voie Wint Bèta-caténine 
(126,234,235). Un mécanisme  impliquant la famille des SIKs (Salt-inducible kinase) a 
d’ailleurs été démontré. En effet, l’expression de la sclérostine est connue pour être 
positivement régulée par le facteur de transcription Mef2c. Il a été rapporté qu'une histone 
désacétylase, HDAC4/5, interagit avec Mef2c pour supprimer l'expression de SOST (236). 
L’activité du HDAC4/5 s’est elle-même avérée être bloquée par un membre de la famille des 
SIKs, la HDAC4/5 kinase qui induit la phosphorylation de HDAC4/5, bloquant sa 
translocation nucléaire. Ainsi, la PTH, via le récepteur PTHR1  et via l’activation de l’AMPc et 
de la PKA, supprime l’activité de la HDAC4/5 kinase et favorise la déphosphorylation de 
HDAC4/5, améliorant ainsi sa translocation nucléaire. Cela aboutit au blocage du 
recrutement de Mef2c à la région ECR5 du gène SOST et donc à une suppression de 
l'expression de la sclérostine (236). Ce mécanisme est d’autant plus relevant que les souris 
Hdac5 KO présentent une expression élevée de SOST et une diminution de la masse 
osseuse (237–239). Par ailleurs, des études à base de cellules ostéoblastiques et de rats 
parathyroïdectomisés traités par perfusion de PTH pendant 1, 3, 6 et 24 heures ont montré 
que la PTH réduit aussi les niveaux d'ARNm de Dkk1 en fonction du temps, et induit une 
activation fonctionnelle de la voie canonique Wnt (240). La PTH régule donc positivement la 
















Figure 20. Signalisation intracellulaire suivant l’activation du récepteur PTH1R. 
En dehors de cette action ostéoanabolique, l’administration intermittente de PTH 
entraine une augmentation transitoire de l’expression de RANK-L ostéoblastique, tout en 
inhibant l’expression de l’OPG, conduisant ainsi à une augmentation de la résorption 
osseuse et à une mobilisation du calcium à partir du squelette (220). L’action prorésorbante 
de la PTH est donc indirecte car elle se fixe sur son récepteur présent au niveau des 
ostéoblastes et non des ostéoclastes. Des facteurs de croissance ostéoblastogéniques 
emprisonnés dans la matrice osseuse peuvent être ainsi libérés et contribuer à l’anabolisme 
osseux.  
 
En revanche, la perfusion continue de PTH, provoquent dans les ostéoblastes une 
trop forte augmentation du rapport RANKL / OPG, et par conséquent, une ostéoclastogenèse 
et une résorption osseuse exagérée (241–243). Des études in vitro rapportent que les effets 
de la PTH continue, sont médiés par une augmentation du gène Tnfsf11 codant pour 
RANKL, également par suractivation de la voie AMPc / PKA et le facteur CREB (244,245). 
Des études récentes ont montré que la PTH stimule également la production de RANKL 
dans les ostéocytes (246–249). De plus, les souris invalidées pour le RANKL spécifiquement 
dans les ostéocytes présentent une résorption osseuse moins importante lorsqu’elles 
subissent une hyperparathyroïdie secondaire induite par carence alimentaire en calcium 
(250). Cependant, ces effets délétères de la PTH continue, peuvent aussi directement 
impacter les fonctions ostéoblastiques. En effet, Les mutations somatiques activatrices de 
GNAS, qui peuvent exister au niveau des lésions de dysplasies osseuses, par exemple dans 
le cas de syndromes de Mac Cune Albright, sont responsables d’un blocage de la 




différenciation ostéoblastique terminale avec un défaut de minéralisation (251). Les mêmes 
observations ont été rapportées dans des études in vitro et in vivo, suggérant l’importance 
globale et majeure de l’axe PTH/PTHrP-PTHR1-AMPc dans l’ostéogenèse. 
 
2.2. Rôle de la sérotonine  
 
La sérotonine ou encore la 5-hydrotryptamine (5-HT) est une bioamine synthétisée à 
partir de tryptophane dans le cerveau et l’intestin, respectivement par les neurones 
cérébraux et dans les cellules entérochromaffines du duodénum (252). Elle participe à la 
régulation de différentes fonctions allant de l’humeur à la motilité du tractus gastro-intestinal. 
L’identité fonctionnelle de la sérotonine dépend de son lieu de synthèse, car la sérotonine ne 
passe pas la barrière hémato-encéphalique.  
La sérotonine cérébrale, synthétisée par des groupes de neurones, désignés B1-B9, 
et dont la production est régulée grâce à l’action du tryptophane hydroxylase 2 (TPH2), joue 
principalement le rôle de neurotransmetteur et est impliquée dans les fonctions cognitives. 
Elle a aussi un effet positif sur la croissance osseuse. Cette capacité a été rapportée grâce à 
l’utilisation des souris jeunes invalidées pour son gèneTph2-/-, qui présentaient une faible 
masse osseuse et une diminution de la formation osseuse (253). Son action passe par 
l’intermédiaire d’un ou plusieurs de ses 14  récepteurs (dont 13 RCPGs) présents sur les 
membranes des cellules cibles. D’abord, au niveau cérébrale, la sérotonine stimule son 
récepteur 5-HT2C au niveau des neurones hypothalamiques qui conduit à une diminution du 
tonus sympathique activé par la cascade de signalisation calmoduline kinase (CaMK) 
dépendante (253,254). Cela inhibe l’effet prorésorbant des récepteurs adrénergiques β2 au 
niveau de l’os, en favorisant d’une part la prolifération des ostéoblastes et en inhibant d’autre 
part la prolifération et différenciation des ostéoclastes. L’action osseuse de la sérotonine 
cérébrale est régulée négativement par la leptine provenant des adipocytes (253,255,256). 
D’un autre côté, la sérotonine intestinale, qui représente 95% du total, a des fonctions de 
type hormonal encore peu connues. Cette sérotonine est libérée dans la circulation générale 
où la majorité est prise en charge par les plaquettes via un transporteur spécifique. 
Cependant, une petite fraction reste libre dans le sérum et peut agir comme une hormone au 
niveau des cellules cibles. Elle a des propriétés inhibitrices sur l’ostéogenèse, médiées au 
niveau des ostéoblastes par l’activation de son récepteur 5-HT1B. L’absence d’un seul des 
deux allèles de ce récepteur, entraine une augmentation du nombre d’ostéoblaste avec un 




taux de formation osseuse et une masse osseuse plus élevée (257). Le mécanisme induit 
par le récepteur 5-HT1B est particulièrement intéressant, car il s’agit d’un RCPG lié à une 
protéine Gαi qui inhibe la production d’AMPc et donc les phosphorylations dépendantes de 
PKA. Cette inhibition de la PKA inhibe l’activation de CREB, et par conséquent l’action du 
facteur de transcription FOXO1, bloquant la prolifération des ostéoblastes via notamment la 
régulation de l’expression de la Cycline D1, mais aussi des autres effecteurs de la PKA. Des 
niveaux élevés de sérotonine circulante sont associés à une diminution de l'association de 
FOXO1 avec CREB, et cela conduit à une inhibition de la formation osseuse (258). De façon 
encore plus intéressante, les personnes prenant chroniquement des inhibiteurs synthétiques 
de la recapture de la sérotonine (antidépresseurs), une classe de médicaments augmentant 
la concentration extracellulaire de sérotonine dans tout le corps, peuvent subir une réduction 
de leur masse osseuse (259). De plus, d’autres études ont pu montrer que l’administration 
de LP533401, un inhibiteur de la synthèse de la sérotonine duodénal, induit une amélioration 
significative  de l’ostéoporose avec une efficacité semblable à celle de la PTH dans des 
modèles de souris et de rats ovariectomisés, soulignant ainsi un intérêt potentiel dans le 
traitement anabolique de l’ostéoporose (260,261). 
 
2.3. Rôle de la ghréline 
 
La ghréline est une hormone peptidique sécrétée majoritairement par les cellules X/A 
de l’épithélium gastrique fundique. Elle est produite dans une très faible mesure par les 
cellules X/A de l’intestin grêle, l’hypothalamus, l’hypophyse, les surrénales, la thyroïde, les 
poumons, le système veineux. La ghréline circule sous deux formes, la forme acylée et la 
ghréline non acylée, toutes 2 présentes dans le plasma humain et actives biologiquement, 
avec des effets similaires ou opposés selon les fonctions considérées (262). Le terme 
« ghréline » est couramment utilisé pour la « ghréline acylée ». La ghréline est le ligand 
naturel du récepteur orphelin GHS-R1 (Growth Hormone Secretagogue - Receptor type 1) 
qui présente 2 variants : GHS-R1a et GHS-R1b. Le GHS-R1a est un RCPG contrairement au 
GHS-R1b qui est lui un récepteur tronqué à seulement 5 domaines transmembranaires 
(262). Le GHS-R1a, après liaison du ligand est capable d’activer de nombreuses voies de 
signalisation différentes selon les types cellulaires étudiés, à savoir Gq/PLC, AMPc/PKA, les 
cascades de MAPK, PI3-K/Akt (262). Il est également capable d’induire des signaux sans 
liaison du ligand, ce qui lui confère une activité basale intrinsèque. De nombreuses études 




ont montré l'effet de la ghréline sur la physiologie osseuse. En effet, la ghréline est connue 
pour réguler négativement l’ostéoblastogenèse en diminuant la différenciation des cellules 
souches mésenchymateuses vers la lignée ostéoblastique, tout en stimulant l’adipogenèse 
(263). Pendant les phases précoces, la ghréline induit de façon dose-dépendante une  
baisse de l’activité PAL et de l’expression des marqueurs ostéogéniques tels que Osterix et 
le collagène de type I dans les cellules C3H10T1/2 (263). De même la ghréline semble jouer 
un rôle dans les chondrocytes. En effet, il a été rapporté chez la souris, le rat et l’homme que 
la ghréline est sécrétée et localisée dans les zones proliférative et hypertrophiques de la 
plaque de croissance, où elle inhibe l’activité métabolique cellulaire, stimule la production 
d’AMPc intracellulaire (264). De plus, l’ARNm de la ghréline a été détecté dans les lignées 
cellulaires de chondrocytes humains et murins (265). Ainsi, la ghréline produite par les 
chondrocytes pourrait réguler de façon autocrine/paracrine la croissance, même si les 
mécanismes impliqués sont encore insuffisamment élucidés. En revanche, plusieurs études 
ont montré que la ghréline était impliqué dans l’ostéoblastogenèse. La majorité des études in 
vitro rapportent un effet stimulant sur la prolifération des ostéoblastes et leur différenciation, 
ainsi qu’une inhibition de l’apoptose (266). Cependant, les effets de la ghréline pourraient 
fortement dépendre des modèles cellulaires et des espèces étudiées, vu les données 
divergentes rapportées à ce sujet. Des études ont rapporté par RT-PCR et 
immunohistochimie, que les ostéoblastes de calvaria d'origine fœtale de rat exprimaient la 
ghréline, de même que l'ARNm de la ghréline a été retrouvé dans les ostéoblastes et des 
biopsies osseuses (267). Cela suggère donc l’idée d’une potentielle régulation auto/paracrine 
in vivo (266). Quoiqu’il en soit, la ghréline possède un effet anabolisant sur la masse 
osseuse d’autant plus que son administration à des rats normaux et nains a induit une 
augmentation la DMO fémorale (267). Un effet positif a été également rapporté sur la 
minéralisation, d’autant plus qu’il a été montré que le traitement à la ghréline stimule 
l'expression des marqueurs tels que la phosphatase alcaline, l'ostéocalcine et le collagène I 
(268). Le pouvoir  prolifératif et ostéoinductif de la ghréline sur les ostéoblastes a été 
rapporté comme passant par une activation de MAPKs dont ERK et PI3K (266,269). 
L’implication des deux récepteurs GHS-R1a GHSR1ba été évoquée. Le GHS-R1a a été 
retrouvé au niveau des ostéoblastes de rat, et a été spécifiquement associé aux effets 
prolifératifs de la ghréline dans ces cellules (267). En revanche, en 2006, Delhanty et al. ont 
surtout associé les effets de la ghréline au récepteur GHSR1b (270). Grâce à des modèles 
de biopsies fémorales humaines et une lignée préostéoblastique humaine SV-HFO, ils ont pu 
démontrer que la ghréline mais aussi la ghréline non acylée stimulent la prolifération des 




ostéoblastes en condition non différenciantes et différenciantes et cet effet prolifératif 
diminue avec le temps de culture et l’état de différenciation. Cet effet est supprimé par des 
inhibiteurs des kinases ERK (Extracellular-signal Regulated Kinase) et PI3K 
(PhosphoInositide-3 Kinase). De plus, les 2 formes de ghréline induisent la phosphorylation 
de ERK. Ainsi, Delhanty et al. ont conclu un effet stimulant de la ghréline et de la ghréline 
non acylée sur la prolifération des ostéoblastes humains par des voies de signalisation 
impliquant PI3K et MAPK,  et ce en absence de GHS-R1a (270). Enfin, Wang et al. en 2009 
ont également démontré un effet stimulant de la ghréline sur des cellules ostéoblastiques 
humaines (TE85) par une voie de signalisation impliquant le récepteur GHS-R1a, puis la 
cascade NO/GMPc (271). 
Par ailleurs, la ghréline a été rapporté comme étant impliquée dans l’activité des 
ostéoclastes, même si très peu d’études existent sur le sujet. Ainsi, Costa et al. ont pu 
démontrer que la ghréline augmentait l’activité de résorption des ostéoclastes de rats (272). 
Ils n’ont cependant montré aucun effet stimulant sur l’ostéoclastogenèse et la résorption 
osseuse dans le modèle murin. D’autres données montrent même un effet inhibiteur local de 
la ghréline sur la différenciation des précurseurs ostéoclastiques murins (273). De plus, les 
souris invalidées pour le GHSR, présentent à 3 mois un nombre plus élevé d'ostéoclastes 
par rapport aux souris sauvages, et à l'âge de 6 mois ont une masse osseuse 
significativement diminuée.  
 
2.4. Rôle de la mélatonine 
 
             La mélatonine ou N-acétyl-5-méthoxytryptamine est une hormone découverte par 
Aaron Lerner en 1958, connue principalement pour son rôle de modulation des rythmes 
circadiens, mais qui a une multitude d'autres effets physiologiques (274). Chez les 
mammifères, elle est synthétisée très majoritairement dans les pinéalocytes de la glande 
pinéale (ou épiphyse), surtout la nuit (274). Il existe d’autres lieux de synthèse mineurs 
comme la rétine, l’intestin et la moelle osseuse (275). Physiologiquement, lorsque la nuit 
tombe, de la noradrénaline est libérée par les fibres terminales sympathiques, ce qui stimule 
le système récepteur adrénergique/adénylate cyclase dans les pinéalocytes, entraînant une 
augmentation de la concentration d’AMP cyclique intracellulaire puis une augmentation de la 
sécrétion de mélatonine. La mélatonine, sécrétée par la glande pinéale, peut servir d'horloge 




circadienne dans tous les tissus périphériques, y compris l’os, où il participe au maintien de 
l'homéostasie du microenvironnement osseux (274,276,277). Au niveau de la moelle 
osseuse, la mélatonine synthétisée peut s'accumuler à des concentrations deux fois 
supérieures aux taux sanguins nocturnes, ce qui peut favoriser son action local au niveau 
des os. L’action de la mélatonine est médiée par l’activation de ses récepteurs MT1 et MT2, 
qui sont des RCPG pouvant activer les sous-unités  Gαi, Gαs et Gq/11. Les récepteurs MT1 
sont présents au niveau du noyau supra chiasmatique de l’hypothalamus qui contrôle la 
sécrétion rythmique de la mélatonine. MT1 et MT2 sont rencontrés chez l’homme également 
au niveau du cervelet, des cellules en bâtonnets de la rétine et des ganglions. Les 
récepteurs de la mélatonine ont également été isolés dans d’autres tissus et dans les 
cellules osseuses : chondrocytes, ostéoblastes et ostéoclastes (275,278). La régulation de 
l'homéostasie du tissu osseux par la mélatonine a été décrite à plusieurs niveaux, avec des 
mécanismes impliquant ou non ses récepteurs. D’abord, la mélatonine favorise la 
chondrogenèse. En effet, des études à partir de cellules mésenchymateuses ont rapporté 
que la mélatonine améliore la différenciation chondrocytaire, en favorisant l'augmentation de 
la synthèse des glycosaminoglycanes (aggrécan, collagène de type II et X), et  l'expression 
de marqueurs chondrocytaires tels que SOX9 et BMP2 (278). Une implication des récepteurs 
MT1 et MT2 a été suggérée. De plus, la mélatonine est impliquée dans l’ostéoblastogenèse 
et dans l’activité des ostéoblastes. Elle favorise la survie, la prolifération et la migration des 
cellules souches mésenchymateuses en stimulant Bcl2 et l'expression du neuropeptide Y 
(NPY) et du récepteur NPY1R (279). La mélatonine stimule également la prolifération et la 
différenciation d’ostéoblastes humains, ce qui se traduit par une augmentation significative 
des marqueurs de différenciation osseuse comme la BSP, la phosphatase alcaline et le 
collagène I. Elle stimule également la formation de l'os cortical comme rapportée dans des 
études in vivo chez la souris (280). Au niveau de l’ostéoblastogenèse, le récepteur MT2 
semble être le plus impliqué dans la signalisation de la mélatonine. En effet, les souris Mt2-/- 
présentent une faible masse osseuse contrairement aux souris Mt1-/- (276). De façon 
cohérente, les ostéoblastes issus des souris Mt2-/- présentent un défaut de prolifération et 
de différenciation, ainsi que des capacités de minéralisation réduites par rapport aux souris 
sauvages. De plus, ces ostéoblastes perdent la sensibilité à la stimulation par la mélatonine. 
Aussi, Zaminy et al ont rapporté que la mélatonine améliore l'activité ALP dans la 
différenciation des cellules souches mésenchymateuses via la cascade de signalisation MT2 
et MEK / ERK1/2 (281). D’autres études  in vivo sur des souris femelles Her2/neu d’un an, 
traitées par la mélatonine ont pu montrer d’une part une augmentation de la densité minérale 




osseuse, et d’autre part, une augmentation de pErk1/2 et de pErk5, une augmentation de 
l’expression de Runx2, de l’ostéoprotégérine, et du ratio OPG/RANKL dans les os (282). Ces 
différents mécanismes moléculaires ont été associés à une activité du récepteur MT2. Une 
autre étude plus édifiante encore a pu montrer l’intérêt majeur de l’activation de PKA et de 
PKC. En effet, il a été rapporté que la stimulation des cellules de type préostéoblastique 
C2C12 par la mélatonine, favorise la différenciation ostéoblastique en stimulant l’expression 
et la stabilisation d’Osterix. Cet effet était assuré par une stimulation de l’activité PKA et PKC 
dont le blocage avec des inhibiteurs spécifiques, abrogent les effets de la mélatonine (283). 
Ces études montrent l’intérêt de la modulation de l’AMPc dans l’ostéogenèse. Par ailleurs, 
tout comme le récepteur MT2, des niveaux d’expression élevés du récepteur MT1 ont été 
rapportés dans plusieurs études, suggérant également une possible implication de ce dernier 
(284). Le récepteur MT1 quant à lui, a été associé à un couplage majoritaire à Gαi pour une 
modulation à la baisse de la production d’AMPc et de l’activité PKA (285,286). Cette 
signalisation par Gαi est d’autant plus intéressante que chez l’homme, elle a été mise en 
évidence dans les ostéoblastes. En effet, il a été montré que la mélatonine administrée dans 
le milieu de culture d’ostéoblastes primaires humains induit une inhibition de l’activité 
adénylate cyclase, stimulée au préalable par la forskoline, et cela se traduit par une baisse 
du taux intracellulaire d’AMPc d’environ 60 à 70 % (287). 
            Par ailleurs, la mélatonine régule négativement l’activité des ostéoclastes. D’abord, 
comme mentionné plus haut, elle favorise la sécrétion d’ostéoprotégérine et la diminution de 
l’expression de RANKL (288,289). Ensuite, il a été montré que la mélatonine était capable 
d’inhiber la résorption osseuse grâce à ses propriétés antioxydantes et anti-radicaux libres 
(290). De façon logique, l'administration orale quotidienne de la mélatonine favorise non 
seulement la formation osseuse, mais réduit la dégénérescence structurelle et fonctionnelle 
de l'os dans des modèles de rats ovariectomisés (276). Des données in vitro ont montré que 
le traitement à la mélatonine régule à la baisse l’expression de SMURF1 entrainant une 
baisse de l'ubiquitination et la dégradation induites par le TNFα, de la protéine SMAD1, 
conduisant ainsi à la stabilisation de l’axe BMP‐SMAD1 dont l’activité favorise l'ostéogenèse 
(291). Cela souligne un potentiel effet intéressant de la mélatonine dans l’inhibition de la 
résorption osseuse médié par le TNFα, observée dans l'ostéoporose liée à l'inflammation. 
D’autres données ont permis de compléter ces observations. Ainsi, plusieurs études ont 
démontré que la mélatonine a des effets protecteurs sur le tissu osseux chez l'homme, 
similaires à ceux observés chez les animaux. St Hilaire et al ont rapporté que de faibles 
niveaux de mélatonine surviennent chez les femmes préménopausées, en même temps que 




la résorption osseuse (292). Aussi, le traitement à la mélatonine pendant un an a augmenté 
d'une manière dose-dépendant la DMO au col fémoral chez des de femmes ménopausées 
atteintes d'ostéopénie (293). Par ailleurs, on note une diminution progressive de la sécrétion 
de mélatonine avec l’âge (275).  
 
 
En somme, l’ostéogenèse est finement régulée par des mécanismes impliquant des 
RCPGs et ce à diverses étapes des processus d’ostéoblastogenèse, d’ostéocytogenèse et 
d’ostéoclastogenèse. Le couplage Gs absolument essentiel à la prolifération des 
ostéoblastes et à leur activité, est non seulement insuffisant pour garantir une prise de 
masse osseuse adéquate, mais doit s’activer de façon intermittente. Par ailleurs, le couplage 
Gi semble également essentiel. Pour autant, la prévalence de l’un de ces couplages sur 
l’autre est encore loin d’être comprise. Il en est de même en ce qui concerne la 
prédominance des agonistes ainsi que de leur impact réel sur les différents stades du 
développement du tissu osseux. Une meilleure compréhension de ces signalisations fines  
pourraient permettre de découvrir de nouvelles cibles voire de nouvelles combinaisons 
thérapeutiques pour résoudre les problématiques de perte de masse osseuse ou de 
croissance osseuse anormale. 
 
Enfin, certaines études récentes ont montré qu’un autre facteur, le LPA, pourrait jouer 
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1. L’Acide lysophosphatidique : médiateur potentiel dans le 
contrôle de l’ostéogenèse  
1.1 Structure et Origine du LPA 
 
L’acide lysophosphatidique (LPA) est un petit glycérophospholipide (masse molaire 
430–480 Da), le plus simple phospholipide retrouvé dans la nature. Il est constitué d’un 
squelette glycérol-phosphate sur lequel est greffé un acide gras, en position 1 ou 2, par 
l’intermédiaire d’une liaison acyl, alkyl ou alkényl. Chez les mammifères, les espèces 
majoritaires de LPA retrouvées dans les liquides biologiques sont constituées d’acides gras à 
longue chaîne saturée ou insaturée LPA 18:0, 20:4, 16:0 et 18:1. Le terme LPA se réfère le 
plus souvent au 18 :1 oléoyl-LPA (1-acyl-2-hydroxy-sn-glycero-3-phosphate), une espèce 
majoritaire couramment utilisée en laboratoire (figure 21). Ces espèces majoritaires sont 
particulièrement abondantes dans le plasma (294). Les premières études portant sur le LPA, 
ont commencé principalement avec les travaux de Vogt au début des années 1960 (295), le 
décrivant comme étant doté de différentes activités biologiques telles que la contraction des 
cellules musculaires lisses, des effets vaso-actifs ou l’agrégation plaquettaire. Aujourd’hui, le 
LPA est considéré comme un phospholipide endogène bioactif. Il possède toutes les 
propriétés d’un facteur de croissance et joue notamment un rôle dans la prolifération 











Figure 21. Structure du LPA, ∗ 18:1-LPA est l’espèce le plus couramment utilisé comme réactif de laboratoire 
pour l'activation des récepteurs du LPA. ∗∗ 16:0-LPA est l’espèce la plus abondante dans le plasma humain. 
Figure adaptée à partir de la référence (294). 
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1.2. Localisation du LPA 
 
Le LPA est présent dans plusieurs liquides biologiques où il est maintenu en solution 
grâce à sa liaison avec l’albumine qui lui sert de véhicule. Les plaquettes sanguines sont la 
source la plus importante de LPA dans le corps, notamment lors de l'agrégation plaquettaire 
induite par la thrombine (2 à 20μM). Le LPA est également détecté dans le plasma à des 
concentrations de l'ordre de 0,1 μM en absence d’agrégation plaquettaire (300). Il a d’ailleurs 
été montré que le blocage de la fonction plaquettaire chez l'animal entraîne une déplétion du 
LPA dans le sang (301). Des études ont pu montrer que les adipocytes humains produisent 
du LPA in vitro (302). Par ailleurs, les ostéoblastes sont capables de produire du LPA par 
implication du récepteur P2X7 (303). Le LPA a également été quantifié dans le tissu neural, 
le liquide céphalo-rachidien (LCR), liquide séminal, les urine et la salive (294,294,304). La 
production et/ou l’accumulation de LPA dans les fluides biologiques, est également associée 
aux contextes physiopathologiques, comme dans l'humeur aqueuse après une lésion 
cornéenne ou dans les liquides d'ascite de patientes atteintes d'un cancer de l'ovaire (305). 
De plus, il a été montré que l'incubation de cellules métastatiques du cancer du sein avec 
des plaquettes humaines à 37 ° C induisent une agrégation plaquettaire et une production de 
LPA bioactif, favorisant les métastases cellulaires du cancer du sein (301).  Aussi, des 
concentrations élevées de LPA sont trouvées dans le liquide synovial des patients atteints de 
polyarthrite rhumatoïde mais pas chez les patients normaux (306). Dans l'ensemble, le LPA 
est produit et exerce de multiples activités biologiques dans des conditions physiologiques et 
pathologiques. 
 
1.3. Métabolisme du LPA  
 
Il existe deux principales voies de synthèse pour le LPA. La première voie consiste en un 
premier temps en la conversion en lysophospholipides de précurseurs de phospholipides 
(phosphatidylcholine, phosphatidylsérine ou phosphatidyléthanolamine). Les 
lysophospholipides obtenus par cette voie peuvent être la lysophosphatidylcholine (LPC), la 
lysophosphatidylsérine (LPS) ou la lysophosphatidyléthanolamine (LPE). Dans les 
plaquettes, cette conversion se produit par l’action de la phospholipase A1 spécifique des 
phosphatidylsérines (PS-PLA1) ou de la phospholipase sécrétoire A2 (sPLA2). Dans un 
second temps, les lysophospholipides (LPC, LPS ou LPE), surtout les LPC  qui sont les plus 
abondants dans le plasma, sont convertis en LPA via l'activité d’une enzyme appelée 
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autotaxine (ATX). L’ATX (ectonucleotide pyrophosphatase/PDE2 ou Enpp2), est une enzyme 
à activité de lysophospholipase D, glycosylée, sécrétée et également présente dans le sang 
(van Meeteren et al. 2006). L’ATX a une large expression tissulaire, avec des niveaux 
relativement élevés dans le sang, le cerveau, les reins et les organes lymphoïdes (307–309). 
Les souris  (Enpp2 -/-) meurent au dixième jour du développement embryonnaire avec des 
défauts de développement vasculaire et neural (310). Les souris Enpp2 + /- hétérozygotes 
apparaissent normales, mais ont une réduction de 50% des taux plasmatiques de LPA par 
rapport aux souris de type sauvage. Ainsi, l'activité ATX est importante pour garantir la 
concentration correcte de LPA dans le plasma. L’ATX est aussi fortement exprimé dans les 
tumeurs, où elle stimulerait la migration de cellules tumorales (311). Le mécanisme de 
production du LPA impliquant l’ATX, parait prédominant dans beaucoup de contextes 
paracrines, en particulier dans l’adipocyte ou dans les tumeurs (307).  
La deuxième voie majeure correspond à la conversion en LPA à partir de l’acide 
phosphatidique (PA) comme substrat, par l’activité de la PLA1 ou de la PLA2. Les PA sont 
produits à partir de phospholipides par l’action de la phospholipase D, ou à partir du 
diacylglycérol par l’action de la diacylglycérol-kinase (figure 22). Cette deuxième voie est 
surtout mise en jeu lorsque des membranes externes cellulaires ou des microvésicules sont 
libérées par les plaquettes par exemple (312). 
D’autres voies minoritaires de production du LPA ont été évoquées. Par exemple, 
grâce à un mécanisme distinct, le LPA peut être généré par l'acylation du glycérol-3-
phosphate par le glycérophosphate l'acyltransférase (GPAT). Cette voie de production est 
purement intracellulaire, du fait de la localisation de la GPAT au niveau de la membrane 
mitochondriale et du réticulum endoplasmique. Elle pourrait avoir un intérêt particulier pour 
activer des mécanismes à l’intérieur de la cellule. En effet, des études ont rapporté que le 
LPA pourrait agir en tant que ligand fonctionnel du facteur de transcription intracellulaire 
PPARγ, bien que ce partenariat moléculaire reste à explorer (313). En outre, la production 
via le glycérol-3-phosphate a récemment été montré comme étant particulièrement active 
dans le tissu osseux en cas de lésion rénale, où du glycérol-3-phosphate d’origine rénale est 
massivement converti en LPA dans l’os sous l’action de la GPAT (314). Par ailleurs, la PLC 
(phospholipase C) est également impliqué dans la production de LPA. En effet, le 
diacylglycérol produit sous l’effet d’une PLC et rephosphorylé peut être transformé en LPA 
sous l’effet d’une PLA1 ou d’une PLA2 (296,315). Ce mécanisme de production important, 
quantitativement, pourrait être envisagé en dehors des plaquettes, en particulier lorsque des 
cellules en apoptose subissent le phénomène de flip flop (303).  
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Enfin, parallèlement à sa synthèse, le LPA subit un catabolisme important. Plus de 
90% de son hydrolyse correspond à sa déphosphorylation par des lipides phosphate 
phosphohydrolases (LPP). Ce sont des phosphatases dont le site catalytique est orienté vers 
la face externe de la membrane plasmique, d’après Brindley et al., 2002 et Simon et al., 






























Figure 22 : Les voies enzymatiques de synthèse et de dégradation de l'acide lysophosphatidique (LPA). Le LPA 
peut être synthétisé à partir de différents précurseurs comme les lysophospholipides, l'acide phosphatidique et le 
glycérol 3-phosphate. Les voies de production du LPA sont indiquées en vert et en ligne continue tandis que les 
voies de dégradation sont en rouge et en ligne discontinue. Les contextes de production prédominant sont 
indiqués (plaquettes activées, libération de vésicules membranaires). Figure adaptée à partir des références 
(318,319). 
 
1.4. Les récepteurs du LPA 
 
Le LPA agit par l’intermédiaire de récepteurs membranaires. A ce jour, six récepteurs 
au LPA ont été formellement caractérisés dans des cellules eucaryotes. LPA1 à LPA6 
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(nomenclature humaine) ou Lpa1 à Lpa6 (nomenclature non humaine) codés respectivement 
par les gènes LPAR1 à 6 et Lpar1 à 6 (307). Ces récepteurs appartiennent à la famille des 
récepteurs couplés aux protéines G (RCPG), présentant sept domaines transmembranaires, 
trois boucles extracellulaires (extracellulaires boucle-ECL1, ECL2, ECL3), trois boucles 
intracellulaires (boucle intracellulaire-ICL1, ICL2, ICL3), un domaine N-terminal 
intracellulaire, et un domaine C-terminal à l'extérieur la cellule. Les trois premiers récepteurs 
au LPA, présentant 50 à 57% d'identité en acides aminés, ont été identifiés sur la base 
d'homologies de séquence avec la famille des gènes de différenciation endothéliale (Edg), 
LPA1/Edg-2, LPA2/Edg-4, LPA3/Edg-7. Les trois derniers récepteurs, plus récemment 
identifiés, et ayant 35 à 55% d'identité (LPA4/GPR23/P2Y9, LPA5/GPR92 et LPA6/P2Y5), 
présentent une très faible homologie de séquence avec les membres de la famille Edg. Ils 
partagent cependant la même structure GPCR que les récepteurs purinergiques (307). En 
plus de ces six récepteurs, le LPA est capables de se lier à trois autres RCPGs à savoir 
GPR87, GPR35 et P2Y10. Leur activation par le LPA conduit à la mobilisation du calcium 
intracellulaire (320). 
Les récepteurs au LPA présentent une expression aussi large que différentielle dans 
les tissus ainsi que dans de nombreuses lignées cellulaires. Ils se couplent à au moins un ou 
plusieurs des quatre protéines G (G12/13, Gq /11, Gi/o et Gs). Ainsi, leur activation 
déclenche diverses cascades de signalisation aboutissant à la mobilisation du calcium 
intracellulaire, à l’inhibition ou l’activation de l’adénylate-cyclase et ainsi qu’à l’activation de 
MAP Kinases (figure 23). L’activation de ces voies leur permet d’assurer les effets 
physiologiques du LPA, allant du remaniement du cytosquelette, de la motilité cellulaire, et 
de la survie, à la prolifération et différenciation cellulaire (307). De nombreuses études ont 
montré que le LPA et ses récepteurs jouent un rôle crucial dans les maladies neurologiques, 
les tumeurs, les maladies métaboliques, les maladies du foie ainsi que dans de nombreuses 
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Figure 23 : Les voies de signalisation du LPA et les effets cellulaires physiologiques et pathologiques associés. 
Interaction des récepteurs du LPA avec les différentes familles de protéines G et les effets en aval sur les 
seconds messagers, AC, adénylate cyclase; cAMP, cyclic adenosine monophosphate; DAG, diacylglycérol ; 
p42/p44 MAPK, p42/p44 mitogen-activated protein kinase; IP3, inositol 1,4,5- triphosphate; PI3K, 
phosphoinositide 3-kinase; PKC, protéine kinase C; PLC, phospholipase C; Rock, Rho associated kinase; SRF, 
serum response factor. Figure adaptée à partir de la référence (318). 
 
 
 Le récepteur LPA1 
 
Le LPA1, initialement appelé EDG-2 ou V2G-1 est le premier récepteur de 
lysophospholipides à avoir été identifié dans le cerveau comme médiateur des effets du LPA 
en 1996 (321). C’est aussi celui qui est le mieux étudié des six récepteurs au LPA. Le gène 
LPAR1 est situé sur le chromosome 9 (locus chromosomique humain 9q31.3) et code une 
protéine de 41 kDa contenant 364 acides aminés. Chez la souris, le gène Lpar1 est situé sur 
le chromosome 4, au locus 32.2 cM, et comporte cinq exons avec un intron conservé entre 
Lpar1, 2 et 3. Le Lpar1 présente une expression ubiquitaire dans de nombreux organes tels 
que le cerveau, l’os, le cœur, les poumons, l’estomac, l’intestin grêle, la rate, le thymus, les 
CHAPITRE II : REVUE DE LITTERATURE SUR L’ACIDE LYSOPHOSPHATIDIQUE, UN 
MEDIATEUR POTENTIEL DANS LE CONTROLE DE L’OSTEOGENESE 
76 
 
testicules et les muscles squelettiques des souris adultes mais pas dans le foie (322). Chez 
l’homme, le LPA1 est retrouvé dans le cerveau, l’os, le cœur, le placenta, la rate, les reins, le 
colon, l’intestin grêle, la prostate, les testicules, les ovaires, le pancréas, les muscles 
squelettiques et peu ou pas dans le thymus, le foie les poumons ou les leucocytes du sang 
périphérique (294,322). L’activation du LPA1 entraîne des réponses cellulaires variées telles 
que la prolifération, la survie cellulaire, l’inhibition de l’apoptose, l’activation des MAPK et du 
SRE (Serum Response Element), l’inhibition de l’adénylate cyclase, l’activation des PLC 
(phospholipase C) et PKC (Protéines Kinases C), l’activation de Rho et Akt (294,307). 
D’autres réponses comme la formation de fibres de stress, la rétraction des neurites, 
l’augmentation de calcium intracellulaire, la myélinisation, l’incorporation de BrdU, le 
relargage d’acide arachidonique et la production d’Inositol-phosphate (IP) sont aussi décrits 
(294,304,307). Ces réponses se font par l’intermédiaire de 3 voies de signalisation 
principales en aval des GCPR qui sont Gi/o, Gq/11 et G12/13 (172). L'expression du Lpar1 
est particulièrement importante dans le cerveau au cours du développement embryonnaire 
chez la souris (323,324). Dans l’optique de mieux comprendre son rôle, le groupe du Pr 
Jerold Chun a généré la souris invalidée pour le gène du LPA1 par délétion de l’exon 3. Les 
souris Lpar1-/- présentent une multitude d’anomalies à savoir entre autre, une mortalité néo-
natale de 50% (324), un réflexe de succion altéré, un retard de croissance post-natal, un 
dysmorphisme cranio-facial (museau raccourci et yeux plus espacés), ainsi qu’une 
augmentation de l’apoptose des cellules de Schwann au niveau du nerf sciatique (322),une 
résistance à la douleur (325) avec un phénotype proche de pathologies psychiatriques telles 
que la schizophrénie (307). Par ailleurs, les souris Lpar1-/- présentent des anomalies 
sévères  au niveau du développement osseux endochondrale, sur lesquelles je reviendrai en 
détails plus loin. 
 
 
 Le récepteur LPA2 
 
Le gène du second récepteur du LPA, le LPA2 aussi appelé EDG-4 a été découvert 
grâce à des moteurs de recherche comme GeneBank qui ont révélé une autre RCPG 
présentant une homologie de séquence de 60% de ses acides aminés avec le LPA1 
(326,327). Le gène LPAR2 est localisé sur le chromosome19 au locus 19p12 chez l’homme, 
et le gène Lpar2 situé sur le chromosome 8 chez la souris se trouve au locus 33.91 cM. Le 
gène humain code pour une protéine de 351 acides aminés avec un poids moléculaire 
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d'environ 39,1 kDa, tandis que le gène murin code pour une protéine de 348 acides aminés 
avec un poids moléculaire d’environ 38,9 kDa. Le récepteur LPA2 est exprimé chez la souris 
abondamment au niveau du cerveau (pendant la vie embryonnaire), au niveau des 
testicules, des reins mais aussi dans les poumons, le cœur, la rate, l’estomac, le thymus et le 
cerveau adulte. Il est peu ou pas exprimé dans d’autres organes tels que le foie, l’intestin 
grêle et les muscles squelettiques (322,328). Chez l’homme, il est essentiellement localisé 
dans les testicules et les leucocytes du sang périphérique, un peu moins dans le pancréas, 
la rate, le thymus et la prostate (327) et présente peu ou pas d’expression dans le cœur, le 
cerveau, le placenta, les poumons, le foie, les muscles squelettiques, les ovaires, les reins, 
l’intestin grêle et le colon (294,322). L’activation du récepteur 2 du LPA entraîne des 
réponses cellulaires similaires à celles retrouvées lors de l’activation du LPA1 telles que la 
rétraction neuronale, l’inhibition de l’adénylate cyclase, l’activation du SRE, l’augmentation 
de calcium intracellulaire, la production d’inositol phosphate, l’activation des MAPK, 
l’inhibition de l’apoptose et le relargage d’acide arachidonique et l’ «arrondissement» 
cellulaire. De la même façon que pour le LPA1, le signal LPA2 passe par Gi/o, Gq/11 et 
G12/13 (294). Les souris invalidées pour le récepteur 2 du LPA par délétion de l’exon 2 
naissent avec une fréquence normale. Elles ne possèdent aucune anomalie phénotypique 
notable, cependant, l’activation de la PLC et la mobilisation du calcium sont nettement 
diminuées dans les cellules MEF (Mouse Embryonic Fibroblast) de ces souris (328). La 
double invalidation LPA1/LPA2 n’apporte pas d’anomalies phénotypiques supplémentaires 
par rapport à la souris LPA1 (-/-) à part une augmentation de la fréquence d’hématomes 
frontaux périnataux (328). Il semblerait qu’il y ait des fonctions redondantes comme 
l’activation de PLC, la mobilisation du calcium, la prolifération, l’activation d’Akt et JNK ainsi 
que la formation de fibres de stress (294). 
 
 Le récepteur LPA3 
 
Le gène du LPA3 a été découvert et cloné de manière similaire au LPA2, en utilisant 
des recherches d'homologie pour les RCPG orphelins, par une méthode de clonage 
dégénérée basée sur la PCR (294,307). Le LPAR3/Lpar3 (locus 1p22.3 sur le chromosome 
humainn°1 et locus 3, 71,03 cM sur le chromosome murin n°3) code pour une protéine de 
353 acides aminés avec une masse moléculaire de 40 kDa. Le gène du LPA3 présente 
environ 54% de codons identiques au LPA1 et 49% identiques au LPA2 (307). Comme pour 
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le LPA2, le LPA3 murin est abondamment retrouvé dans les testicules, les reins, les 
poumons. Il est plus modérément exprimé dans le cœur, l’estomac, la rate et le cerveau 
adulte et « périnatal », le placenta, l’utérus et les ovaires des souris adultes. Par contre, il est 
peu ou pas présent dans le cerveau embryonnaire, le foie et le thymus (294,304,307). Le 
LPA3 humain, chez l’adulte est abondamment exprimé dans le cœur, les testicules, la 
prostate et le pancréas (329). Son expression est moindre dans le poumons, les ovaires et 
dans le cerveau et il n’est pas retrouvé dans le placenta, le foie, les muscles squelettiques, 
les reins, la rate, le thymus, l’intestin grêle, le colon ou les leucocytes du sang périphérique 
(294,307,320). Contrairement au LPA1 et LPA2, le LPA3 se lie avec les protéines Gi/o, 
Gq/11 mais pas G12/13 entraînant l’activation de la PLC, la mobilisation du calcium 
intracellulaire, l’inhibition ou l’activation de l’adénylate cyclase et l’activation des MAPK ainsi 
que la production d’inositol phosphate, le relargage d’acide arachidonique et l’élongation 
neuronale (294,307,320). Les souris Lpar3-/- naissent avec une fréquence normale, sont 
viables et semblent normales, sans déficience majeure. Cependant les femelles Lpar3-/- 
montrent une implantation embryonnaire retardée, un espacement embryonnaire altéré, une 




 Le récepteur LPA4 
 
Le LPA4 fut le premier récepteur de lysophospholipides à avoir été identifié comme 
présentant une différence majeure dans les séquences d'acides aminés par rapport aux 
autres récepteurs LPA1–3. En effet le LPA4 ne partage que 20% d’identité en acides aminés 
avec le LPA1 et une homologie à peine supérieure à ce pourcentage pour les LPA2 et 3 
(294,304,307,320). Le LPA4 était connu sous le nom de récepteur orphelin P2Y9, en raison 
de sa similitude avec les récepteurs purinergiques P2Y. Cependant, il a été reclassifié 
comme LPA4 après avoir démontré sa réactivité à LPA. Le gène LPAR4/Lpar4 est situé chez 
l’homme sur le chromosome X au locus Xq21.1, et chez la souris au niveau de la  région D 
du chromosome X. Dans l’espèce humaine il semble relativement peu exprimé quel que soit 
l’organe examiné sauf au niveau des ovaires (307). Il code pour une protéine de 370 acides 
aminés avec une masse moléculaire d’environ 41,9 kDa. Chez la souris, le LPA4 est 
retrouvé dans l’utérus et le placenta. Il jouerait un rôle dans la reproduction à la fois chez 
l’Homme et chez la souris (331). Par ailleurs, la gestation augmente l’expression des ARNm 
du LPA4 dans l’utérus mais pas dans les ovaires. En milieu de gestation, la quantité d’ARNm 
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du LPA4 est supérieure dans l’embryon par rapport au placenta et à l’utérus. Le LPA4 
jouerait un rôle important dans le développement de nombreux organes dont le cerveau. En 
effet, l’expression de l’ARNm du LPA4 a été observée dans des cellules souches 
embryonnaires humaines indifférenciées et en voie de différenciation neuronale (331). Chez 
la souris le LPA4 a aussi été détecté dans les neurones et les astrocytes. Il semblerait qu’il 
soit impliqué dans des processus de développement neuronaux (331). Enfin, le LPA4 serait 
aussi présent dans les plaquettes et agirait comme inhibiteur de l’agrégation plaquettaire liée 
au LPA (307). La signalisation par le LPA4 active les voies Gs, Gq/11 et G12/13 et Gi, 
entraînant une augmentation du calcium, la stimulation ou l’inhibition de l’adénylate cyclase, 
la rétraction de neurites, l’agrégation cellulaire, la formation de fibres de stress 
(294,304,307,331). Le LPA4 est le seul récepteur au LPA connu pour avoir une activité Gs. 
L’activation de la voie G12/13/Rho/ROCK facilite à la fois l'agrégation cellulaire ROCK-
dépendante et l'adhésion cellulaire dépendante de la N-cadhérine (294). Le couplage Gi est 
très peu évoqué dans la littérature semble minoritaire sur le couplage Gs. Cependant, il a été 
mis en évidence dans des cellules de neuroblastome (B103), où il résulte en une 
augmentation du calcium intracellulaire, probablement par activation de la PLC (304,332). La 
migration cellulaire induite par le LPA notamment via le LPA1 est inhibée par l'activation de 
LPA4, et des cellules déficientes en LPA4 ont une sensibilité accrue à la stimulation au LPA, 
avec formation de lamellipodes (333). Cette capacité du LPA4 à réguler négativement la 
motilité cellulaire s’oppose aux effets chimioattracteurs classiquement connus du LPA, et 
suggère que la prévalence de l’expression d’un récepteur sur les autres peut être 
déterminante dans les réponses intracellulaires induites par le LPA. Par ailleurs, le facteur 
YAP et le coactivateur transcriptionnel TAZ peuvent également être activé par le LPA4 via la 
voie de signalisation Gα12 / Gα13 (334). Cette activation de YAP et TAZ a souvent été 
montré comme pouvant favoriser la prolifération et la migration des cellules cancéreuses, 
conduisant à l'accélération de certains cancers comme le cancer du foie, de la vessie et du 
poumon (335–337). Les souris Lpar4-/- présentent des anomalies de développement 
embryonnaire. En effet, leur survie prénatale est diminuée, et elles développent des 
altérations à savoir : des œdèmes, la présence d’hémorragie sévère, une dilatation anormale 
des vaisseaux sanguins et lymphatiques et une altération du recrutement des péricytes 
(338). Cela indique des rôles pléiotropiques importants pour le LPA4 dans le développement 
du système lymphatique. En revanche, les souris Lpar4-/- adultes semblent tout à fait 
normales. Toute fois elles présentent une augmentation de la masse osseuse, un phénotype 
intéressant sur lequel je reviendrai en détails plus loin (339). 
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 Le récepteur LPA5 
 
Le LPA5 reconnu en 2006 comme étant de la famille des récepteurs au LPA partage 
35% d'homologie avec le LPA4, mais seulement 22% d'homologie avec les récepteurs 
LPA1–3 (340). Le gène LPAR5/Lpar5 est situé chez l’homme sur le chromosome 12 au locus 
12p13.31, et chez la souris sur le chromosome 6 au niveau du locus 59,21 cM. Il code pour 
une protéine de 372 acides aminés (294,307,320). Chez l’homme, le LPA5 est fortement 
exprimé dans la rate, et dans une moindre mesure dans le cœur, l'intestin grêle, le placenta, 
le côlon et le foie. Chez la souris, le Lpar5 est très exprimé dans l'intestin grêle, et plus 
modérément dans les poumons, le cœur, l’estomac, le côlon, la rate, le thymus, la peau, le 
foie, les plaquettes, les mastocytes, les lymphocytes gastro-intestinaux et les ganglions de la 
racine dorsale (294,307). Le Lpar5 a été trouvé dans le cerveau antérieur embryonnaire 
précoce de la souris, au niveau du mésencéphale rostral et dans le cerveau postérieur. La 
signalisation du LPA5 active d’une part la voie G12/13 conduisant à une rétraction des 
neurites, la formation de fibres de stress et l'internalisation des récepteurs in vitro (340). Le 
LPA5 peut également activer Gq pour augmenter les niveaux de calcium intracellulaire (340). 
La signalisation LPA5 pourrait jouer un rôle important dans le côlon, où il peut être impliqué 
dans l'absorption d'eau (341). En effet, il a été rapporté que dans des cellules épithéliales 
intestinales, le LPA favorise l’absorption de l'eau sodium dépendante, à travers l'échangeur 
d’ions Na+/H+3 NHE3 recruté dans les microvillosités grâce à l’activation du LPA5 (342). Par 
ailleurs, le LPA5 a été montré comme étant le principal récepteur impliqué dans l’action du 
LPA dans les mastocytes (341). 
 
 
 Le récepteur LPA6 
 
Le LPA6, anciennement P2Y5 est le récepteur le plus récemment ajouté à la famille 
des récepteurs au LPA (343). Des études utilisant une protéine chimérique G13 ont indiqué 
que le LPA induisait plusieurs effets, notamment une accumulation d'AMPc médiée par 
P2Y5, ainsi que des changements Rho-dépendants dans la morphologie cellulaire (344). Le  
P2Y5 a donc fini par être reclassifié comme récepteur LPA et renommé LPA6 (294,307,320). 
Chez l’homme, le gène LPAR6 est localisé sur chromosome 13 au locus 13q14. Il code pour 
une protéine de 344 acides aminés avec un poids moléculaire d'environ 39 kDa (307,345). 
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Le LPA6 est bien connu aujourd’hui pour activer les protéines Gi, et G12/13 induisant une 
augmentation du Calcium intracellulaire, une diminution de l’AMPc stimulé par la forskoline, 
et une activation de ERK 1/2 (346). Comme le LPA4, l’activation du LPA6 peut également 
stimuler la transcription des régulateurs YAP et TAZ dont l’activation participe à la 
progression des tumeurs (334). En outre, la signalisation LPA/LPA6 a été rapportée comme 
pouvant réguler la perméabilité vasculaire (347). Le LPA6 régule également la formation des 
follicules pileux, et la perte de LPA6 conduit à une alopécie congénitale (348). Etant le 
dernier récepteur identifié, les mécanismes médiés par le LPA6 dans différents systèmes 




 Les récepteurs P2Y10, GPR87 et GPR35  
 
 
Le récepteur P2Y10, appartient aussi à la famille des récepteurs non- EDG. Il est 
localisé sur le chromosome X chez l’homme et chez la souris (304,307). Il présente peu 
d’homologie avec les récepteurs EDG. Cependant, il présente 34% d’homologie avec le 
récepteur LPA4, 35% avec le LPA5 et 31% avec le GPR87 (349). Chez la souris, il est 
retrouvé entre autres au niveau de l’utérus, de la prostate, et du cerveau. Il répond à la 
stimulation par le LPA en mobilisant le calcium intracellulaire (294,307,349). 
 
Le récepteur GPR87 appartient également à la famille des récepteurs dits non-EDG 
et est localisé sur le chromosome 3 (3q25) chez l’homme et la souris (350). Il ne présente 
pas d’homologie avec les récepteurs LPA1-3. Il possède 27% et 25% d’homologie 
respectivement avec le LPA4 et LPA5 (350). Chez la souris, le gène du GPR87 est exprimé 
de façon importante dans les testicules et le cerveau, et beaucoup moins dans les autres 




Le GPR35 appartient également à la famille des récepteurs dits non-EDG, et est  
localisé sur le chromosome 2 (2q37.3) chez l’homme (351). Il possède 32% d’homologie 
avec le LPA4. On le retrouve dans divers tissus de mammifères, tels que les tissus gastro-
intestinaux, les tissus lymphoïdes et les tissus nerveux central et périphérique (352,353). La 
signalisation du LPA via le GPR35, induit tout comme pour le GPR87 et le P2Y10, une 
mobilisation du calcium intracellulaire (354). 
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1.5. Rôles Physiologiques du LPA 
 
 
Le LPA exerce une très grande diversité d’activités sur une très large variété de 
cellules, l’impliquant dans un nombre important de processus physiologiques (tableau 1) 
(294). Ces processus concernent plusieurs systèmes comme le système vasculaire, le 
























Tableau 1: Rôles physiologiques du LPA (294). 
 
De même, de nombreuses études réalisées pour la plupart avec des modèles 
animaux, ont permis de mieux caractériser l’importance du LPA dans certains processus 
pathologiques. Ces pathologies peuvent être d’ordre neuronal, vasculaire, reproductif mais 
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plusieurs d’entre elles sont des cancers. Certaines de ces pathologies ainsi que les 







































Tableau 2: Implications des récepteurs du LPA en pathologies humaines, PKCα: protein kinase Cα; PKCγ: 
protein kinase Cγ; LPAR: lysophosphatidic acid receptors; CXCL12: CXC motif ligand 12; HIF-1α: hypoxia-
inducible factor-1α; SPC: smooth muscle progenitor cells; CTGF: connective tissue growth factor; BMSC: bone 
marrow-derived mesenchymal stem cells; ECM: extracellular matrix; SREBP1: sterol-regulatory element binding 
proteins 1; TGF-β1: transforming growth factor β1; NADPH: nicotinamide adenine dinucleotide phosphate; RA: 
rheumatoid arthritis; ERK: extracellular regulated protein kinases; cPKC: classical protein kinase C; MAGI-3: 
inverted orientation-3; NHERF-2: Na+/H+ exchange regulatory factor-2; MAPK: mitogen-activated protein kinase; 
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cAMP: cyclic adenosine monophosphate; PKD: protein kinase D; BBB: blood-brain barrier. Tableau adaptée à 
partir de la référence (320).  
 
2. Rôle du LPA en physiopathologie osseuse  
 
Le LPA apparait comme un acteur essentiel dans le control de l’ostéogenèse 
endochondrale. En effet, plusieurs travaux ont mis en évidence une production de LPA par 
les chondrocytes de la plaque de croissance, les ostéoblastes, et les cellules souches 
mésenchymateuses en milieu ostéogénique (303). De même, le LPA est présent dans la 
moelle osseuse, probablement sous forme de gradient, avec des niveaux élevés dans les 
régions périvasculaires et beaucoup plus bas dans l’endoste (355). Les origines les plus 
évoquées du LPA médullaire sont son apport, ou l’apport de précurseurs de synthèse 
comme le glycérol-3-phosphate par la vascularisation, ou encore une production locale par 
les adipocytes de la moelle (314,356). De plus, différents types de cellules, chondrocytes, 
ostéoblastes et ostéoclastes expriment les récepteurs du LPA. Ainsi, le LPA produit, pourrait 
jouer un rôle majeur dans l’ossification endochondrale et le remaniement du tissus osseux 
tout au long de la vie.  
 
2.1. LPA et plaque de croissance 
Le rôle du LPA dans le cartilage de croissance et les chondrocytes est de plus en plus 
étudié. Les premiers travaux reliant LPA et  système cartilagineux ont été réalisés en 1998 
par Koolpe et al qui ont montré que le LPA était capable d’induire une augmentation du 
calcium intracellulaire dans les chondrocytes articulaires (357). Par la suite, Kim et al ont 
montré que le LPA régule la prolifération de chondrocytes articulaires de rat. Cet effet a de 
plus été montré comme passant par la voie Gi-ERK (358). Des études récentes ont rapporté 
que, dans des contextes de lésions du cartilage articulaire de rat, l’autotaxine et le LPA sont 
produits de façon importante au niveau du site de lésion par les cellules stromales 
mésenchymateuses et les chondrocytes. Le LPA induit dans ces cellules une augmentation 
de la synthèse de collagène de type I, et cette production est bloquée en présence de la 
pertussis toxine et d’inhibiteurs des MAP Kinases et PI3 Kinases, suggérant ainsi 
l’implication potentielle des récepteurs LPA1 et 2, ou plus particulièrement celle du LPA1 
(359). Ces travaux laissent penser à une action potentiellement bénéfique du LPA pour le 
cartilage de croissance. 
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Il a été suggéré que le LPA agirait en potentialisant l’effet de la vitamine D3 sur les 
chondrocytes non prolifératifs, en augmentant leur maturation, leur production matricielle et 
leur survie (360). Une implication particulière du récepteur LPA1 a été rapportée dans de 
nombreuses études. En effet, des données non publiées du laboratoire indiquent que les  
souris Lpar1-/- à 4 semaines de croissance, présentent un défaut marqué d’ossification 
endochondrale caractérisé entre autres, au niveau de la plaque de croissance par une 
diminution de la taille de la zone proliférative. De plus, il a été décrit un polymorphisme du 
récepteur LPA1 associé à l’arthrose, une dégénérescence du cartilage, suggérant que l’axe 
LPA-LPA1 pourrait être associé à des pathologies du cartilage sur une population japonaise 
(361). Dernièrement, Nishioka et al, ont démontré que les souris Lpar1-/- présentaient une 
réduction en nombre et un défaut d’alignement des chondrocytes dans le tissu cartilagineux 
au niveau des côtes, fémurs et humérus, provoquant de graves défauts de formation du 
cartilage de croissance. Les mêmes observations ont été retrouvées dans le modèle 
zebrafish. Ils ont également mis en évidence le mécanisme selon lequel, la signalisation 
ATX/LPA/LPA1 induit probablement via Gi et/ou G12/13 une translocation de l'intégrine β1 
conduisant à l’assemblage de fibronectine et au dépôt de matrice extracellulaire. Cela aboutit 
à une augmentation de l’adhésion des chondrocytes à la matrice, suivi d’une entrée en 
phase S et d’une augmentation de la prolifération cellulaire (362). 
 
2.2. LPA et résorption osseuse 
Le LPA joue un rôle important dans l’ostéoclastogenèse et dans la résorption 
osseuse. En effet, son action est requise lors de la différenciation ostéoclastique en réponse 
au RANKL et au MCSF (363). De plus, des études utilisant des ostéoclastes matures 
différenciés de rat, des cellules de moelle osseuse de souris et de lapin ou des lignées 
cellulaires macrophagiques comme la lignée  RAW264.7, ont permis de mettre en évidence 
l’activité du LPA sur la survie des ostéoclastes et sur leur changements morphologiques 
(364,365). Il a été montré que tous les récepteurs au LPA (sauf LPA3 et 6), sont exprimés de 
façon croissante dans les ostéoclastes au cours de leur différenciation. L'expression du 
LPA6 quant à lui diminue au cours de l'ostéoclastogenèse tandis que le LPA3 n’est pas 
exprimé (366). En présence de RANKL et MCSF, les précurseurs monocytaires issus de 
moelle osseuse des souris Lpar1-/- présentent une capacité réduite à former des 
ostéoclastes matures, contrairement à ceux des souris Lpar2-/- et Lpar3-/-. De plus, le 
traitement des précurseurs monocytaires issus de moelle osseuse et des ostéoclastes 
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matures de souris de type sauvage avec le Ki16425, inhibe remarquablement 
l’ostéoclastogenèse (366). Cela suggère une fois encore l’implication majeure du récepteur 
LPA1. De façon plus intéressante encore, la taille des lacunes de résorption induites par les 
ostéoclastes matures Lpar1-/- était fortement diminuée par rapport à celle observée dans les 
ostéoclastes de type sauvage. La même observation a été rapportée chez les ostéoclastes 
matures de souris sauvages traités par Ki16425. Cette perturbation du cytosquelette a un 
impact majeur sur la capacité de résorption minérale des ostéoclastes (366). D’autres 
données in vivo viennent confirmer ces éléments, en ce sens que, l’expression du LPA1 
augmente au niveau des ostéoclastes de souris ovariectomisées qui présentent un déficit en 
œstrogène et une ostéoporose résultante de la suractivité des ostéoclastes. Lorsque ces 
souris sont traitées par le Debio0719 (stéréoisomère du Ki16425) et par le Ki16425 lui-
même, la perte osseuse induite par l’ovariectomie est significativement contrecarrée (367). 
L’ensemble de ces résultats indiquent que, par l’intermédiaire de son récepteur LPA1, le LPA 
joue un rôle majeur dans l’ostéoclastogenèse et dans l'activité des ostéoclastes in vitro et in 
vivo. 
 
2.3. Le LPA dans les métastases osseuses et la résorption osseuse associée 
 
Comme nous l’avions vu, le LPA est impliqué dans de nombreux processus  cancéreux, 
notamment la prolifération cellulaire et la résistance à l’apoptose. Des effets similaires ont 
également été rapportés dans le tissu osseux, dans le contexte de la mise en place des 
métastases osseuses issues de cancer du sein (301). En effet, le LPA a été détecté sur des 
sites de métastases osseuses, en réponse à une interaction entre les cellules tumorales et 
les plaquettes sanguines. Le LPA favorise la progression de la pathologie de deux façons. 
D’abord, il stimule directement la prolifération des cellules tumorales et par conséquent la 
croissance de la tumeur. Ensuite, le LPA provoque de façon indirecte la destruction osseuse, 
en stimulant dans les cellules tumorales la production de cytokines comme les interleukines 
IL-6 et IL-8 (301). Ces cytokines activent les ostéoclastes qui participent l’érosion osseuse. 
Le récepteur LPA1 a particulièrement été associé à ces effets (319,368).
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2.4. LPA et ostéoblastogenèse 
Plusieurs travaux ont permis de mettre en évidence l’implication du LPA dans 
l’ostéogenèse. En effet, Grey et al. ont montré pour la première fois que le LPA jouait un rôle 
dans la prolifération de cellules ostéoblastiques de rat par la mise en jeu de la voie de 
signalisation Gi avec activation des PI3K. Il peut être anti-apoptotique pour ces mêmes 
cellules ainsi que des cellules d’ostéosarcome (SaOS) (369,370). Il a été rapporté que 
l’action du LPA, potentialisée par le calcitriol favorise la maturation de lignées cellulaires 
d'ostéosarcome humains MG63 (371). Par ailleurs, le LPA est capable d’induire des 
changements dans le cytosquelette et de stimuler la migration cellulaire dans les lignées 
ostéoblastiques MC3T3-E1 (371). Il a également été démontré que le LPA stimule la 
formation de vésicules extracellulaires dans des ostéoblastes primaires de souris, suggérant 
son potentiel rôle dans les phénomènes de communication cellulaire, voire indirectement de 
minéralisation (372). En effet, l’activation du récepteur P2X7 conduit à la production de LPA 
et augmente la minéralisation (303). 
L’implication spécifique des récepteurs du LPA dans ces effets a été également 
étudiée. Le LPA1 est exprimé par toutes les cellules de la lignée ostéoblastique (cellules 
souches mésenchymateuses (CSM), ostéoblastes non différenciés et différenciés et lignées 
cellulaires ostéoblastiques), et son expression reste relativement constante lors de la 
différenciation ostéoblastique (294). Les cellules ostéoblastiques expriment également le 
LPA2, mais de façon moins importante. L’expression du LPA3 est inconstante et 
généralement faible, tandis que le LPA4 est exprimé uniquement dans les cellules 
différenciées (218). L’absence d’altérations osseuses chez les souris invalidées pour les 
récepteurs LPA2 et 3 laisse supposer qu’ils ne seraient pas d’une importance majeure (366). 
Ainsi, deux récepteurs semblent être plus impliqués à savoir les récepteurs LPA1 et LPA4. 
Tout d’abord, l’utilisation d’inhibiteurs des récepteurs LPA1 et LPA3 (VPC-32183, Ki16425) 
bloque efficacement la prolifération des ostéoblastes induite par le LPA, ce qui suggère 
fortement l'implication du LPA1 dans les effets ostéogéniques du LPA (218). De plus, la 
Pertussis toxine, un inhibiteur de la voie Gi, bloque la prolifération et la différenciation induite 
par le LPA dans les ostéoblastes, montrant ainsi l’importance majeure de l’activation de 
LPA1/Gi dans les ostéoblastes (369,373,374). Ces résultats soutiennent donc l'hypothèse 
d'un rôle prédominant du LPA1 dans la réponse des cellules ostéoblastiques au LPA. 
L'activité PAL peut également être stimulée par une production autocrine de LPA par les 
ostéoblastes eux-mêmes à travers au moins deux mécanismes, l'un impliquant l’activation 
des récepteurs P2X7 évoqués plus haut et conduisant à une augmentation de l'activité PLD 
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et PLA2, et le second passant par l’intermédiaire de l’expression de l'autotaxine (375). Le 
phénotype osseux des souris Lpar1-/- publié dans le laboratoire confirme l’ensemble de ces 
éléments (376). Les souris ont une masse osseuse diminuée et une ostéoporose sévère 
caractérisée par une diminution du volume trabéculaire osseux et une diminution de 
l’épaisseur de l’os cortical. Les travées au niveau des fémurs et des vertèbres sont moins 
épaisses, moins nombreuses avec une diminution importante des connectivités. L’activité 
ostéogénique et la minéralisation in vitro étaient significativement diminuées (376). 
 
D’un autre côté, contrairement au LPA1, l’inhibition de l’expression du LPA4 dans les 
cellules souches mésenchymateuses humaines par interférence à l’ARN, stimule de manière 
significative l'ostéogenèse. De plus, les souris déficientes en LPA4 présentent une 
augmentation de la masse osseuse, caractérisée notamment par une élévation du volume 
trabéculaire osseux, confirmant ainsi l’effet inhibiteur du LPA4 sur l’ostéogenèse (218,339). 
La prévalence de l’action de l’un ou l’autre des récepteurs LPA1 et LPA4 semble 
particulièrement avoir une influence au cours des phases précoces de l’ostéoblastogenèse. 
En effet, des études ont montré que le LPA est capable de diminuer l'expression de PPARγ2 
et d'altérer la différenciation adipocytaire des cellules préadipeuses. A l'inverse, l’effet anti-
adipogénique du LPA était aboli dans les préadipocytes primaires des souris  invalidées pour 
le LPA1, qui par ailleurs présentent une adipogenèse plus élevée que les souris contrôles 
(377). De façon cohérente, les souris traitées avec le Ki16425 présentent un surpoids et une 
adipogenèse accrue, comparativement aux souris contrôles nourries avec un régime riche en 
graisses (378). Ces données montrent donc que l’activation du LPA1 inhibe l’adipogenèse 
dans les cellules souches mésenchymateuses, et favoriserait par conséquent une 
réorientation de la différenciation vers la lignée ostéoblastique. Le LPA1 et le LPA4 
présentent donc des fonctions opposées dans les ostéoblastes pendant le développement 
osseux. Les mécanismes moléculaires induits spécifiquement par le LPA4 dans 
l’ostéogenèse sont de mieux en mieux compris. Récemment un mécanisme moléculaire 
intéressant a été rapporté grâce à des modèles cellulaires mésenchymateux et 
préostéoblastique. En effet, il a été démontré que le LPA4 inhibe l’ostéogenèse en bloquant 
la signalisation RhoA / ROCK1 / β-caténine (379). La surexpression de ROCK1 stimule la 
différenciation ostéogénique en activant la voie Wntβ-caténine, diminue la différenciation 
adipocytaire et atténue l'inhibition de la différenciation ostéogénique causée par LPA4 (379). 
Cela peut donc laisser place à l’hypothèse selon laquelle, à l’inverse, les effets 
ostéogéniques du récepteur LPA1 pourraient découler d’une stimulation de la voie Wntβ-
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caténine. Néanmoins, les voies cellulaires utilisées par le LPA1 pour produire ses effets sur 
les ostéoblastes sont loin être élucidées.  
 
2.5. LPA et ostéocytogenèse 
A ce jour, très peu d’études ont été réalisées sur le rôle spécifique du LPA dans 
l’ostéocytogenèse. On sait néanmoins qu’il stimule la formation de dendrites sur les cellules 
de type ostéocytaire MLO-Y4 (figure 24), phénomène déterminant dans l’ostéocytogenèse 
(380). La lignée MLO-Y4 exprime d’ailleurs majoritairement les récepteurs LPA1 et 2, et la 
formation des dendrites est bloquée en présence de Ki1625 et de la pertussis toxine, 
suggérant l’implication du récepteur LPA1 et de la voie Gi. Le LPA pourrait aussi être 
impliqué dans la cicatrisation de fractures, où il stimulerait la reformation de la connectivité 
mécanosensorielle des ostéocytes (380). Une étude protéomique plus récente a permis de 
mettre en évidence certains changements au niveau de l'expression des gènes et la 
distribution des protéines dans les dendrites des cellules MLO-Y4, induits par la stimulation 
au LPA (381). Cette étude a pu montrer un enrichissement en produits géniques associés à 
la régulation de la dynamique des microfilaments d'actine sous l’effet du LPA. Le LPA 
stimulerait dans les ostéocytes, les processus cellulaires qui contrôlent la distribution des 
protéines et la croissance des membranes, y compris la localisation des protéines, 
l'assemblage des complexes protéiques, le transport des vésicules de Golgi, le transport 
dépendant du cytosquelette et l'invagination / endocytose des membranes (381). Cela étant, 
une action du LPA pendant la transition ostéoblaste-ostéocyte ou dans la maturation des 
ostéocytes n’a jamais été mise en évidence à ce jour, de même que les mécanismes 






Figure  24 : Augmentation de la formation des dendrites dans les cellules ostéocytaires MLOY-4 sous l’effet du 
LPA. Images en microscopie à épifluorescence des cellules MLOY-4  stimulées par 1 µM de LPA pendant 16 
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Comme nous venons de voir, le LPA est un médiateur lipidique dont les fonctions 
biologiques régulent l’homéostasie de nombreux organes, y compris l’os. L’exploration du 
modèle murin de souris  (Lpar1-/-) invalidée globalement pour le récepteur LPA1 et 
précédemment publiée dans le laboratoire a permis de mettre en évidence pour la première 
fois l’importance du LPA dans le développement osseux endochondrale, notamment pendant 
le modelage osseux. Cependant, en raison de l’expression ubiquitaire du récepteur LPA1, et 
de multiples autres facteurs, ce modèle ne permet pas de déterminer l’effet spécifique du 
LPA dans les cellules ostéoblastiques dont l’action est majoritaire au cours de la croissance. 
 
 Dans ce contexte, mon travail avait deux objectifs majeurs : 
 
 Evaluer l’importance du récepteur LPA1 dans l’ostéogénèse pendant la croissance du 
squelette, dans un nouveau modèle de souris Lpar1Ob, où l’expression du récepteur a 
été spécifiquement supprimée dans la lignée ostéoblastique. Pour ce faire, j’ai étudié 
les souris Lpar1Ob et les souris contrôles, avec plusieurs approches : histologie, 
immunohistochimie, biologie moléculaire et cellulaire. 
 
 Explorer in vitro les mécanismes impactés par l’absence du récepteur LPA1. Pour cela, 
j’ai réalisé des expériences de différenciation cellulaire à partir d’ostéoblastes primaires 
des souris Lpar1Ob, de lignées ostéoblastiques immortalisées Ob-Lpar1fl/fl et cl1-Ob-






































Publié dans “Biochimica et Biophysica Acta - Molecular and Cell Biology of Lipids” 
 
L'expression du récepteur de l’acide lysophosphatidique de type 1 dans la 
lignée cellulaire ostéoblastique contrôle à la fois la minéralisation osseuse et la 
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RESUME 
 L'acide lysophosphatidique (LPA) est un médiateur lipidique naturel dont les 
fonctions biologiques affectent de nombreux organes dont le tissu osseux. Le LPA apparaît 
comme une molécule intervenant sur les cellules du remodelage osseux, les ostéoblastes 
qui sont responsables de la formation osseuse, et les ostéoclastes qui résorbent l'os. Le 
LPA1 est le récepteur du LPA le plus omniprésent parmi les six membres de la famille des 
récepteurs LPA (LPA1-6). La participation du LPA dans l’ostéogenèse a été mise en 
évidence dans un modèle murin dans lequel l’expression de son récepteur LPA1 a été 
désactivé de façon globale (Lpar1-/-). Ces animaux présentent un défaut de croissance et 
une déminéralisation osseuse. Pour mieux comprendre le rôle spécifique du LPA1 dans la 
lignée ostéoblastique, nous avons généré des souris dont l’expression de ce récepteur a été 
spécifiquement désactivée (Lpar1∆Ob). De façon surprenante les souris Lpar1∆Ob ne 
présentent pas les mêmes défauts osseux que les souris Lpar1-/- mais ont révélé une baisse 
de la minéralisation osseuse et réduction de l’épaisseur de l’os cortical, ainsi qu'une 
augmentation de sa porosité. In vitro, les ostéoblastes primaires Lpar1∆Ob et cl1-Ob-Lpar1-/- 
immortalisés ont révélé une expression prématurée de la phosphatase alcaline, une 
prolifération cellulaire réduite associée à une diminution de l'accumulation nucléaire de YAP-
P et une activité de minéralisation réduite. Par ailleurs, nous avons mis en évidence des 
altérations ostéocytaires au niveau du réseau lacuno-canaliculaire, et une réduction de 
l'expression des marqueurs ostéocytaires précoces de la différenciation (E11) et tardifs 




osseux de souris Lpar1∆Ob. Ces altérations indiquent clairement un impact important sur les 
fonctions ostéocytaires. De plus, l'expression d'E11 et la formation de dendrite induites par le 
FGF2 sont nettement altérées à la fois dans les ostéoblastes primaires Lpar1∆Ob et 
immortalisés cl1-Ob-Lpar1 -/-. Ces résultats suggèrent un nouveau rôle pour le LPA dans le 
contrôle de la masse osseuse via la minéralisation osseuse et la fonction des ostéocytes. 
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A B S T R A C T
Lysphosphatidic acid (LPA) is a major natural bioactive lipid mediator whose biological functions affect multiple
organs. These include bone as demonstrated by global Lpar1-knockout mice (Lpar1−/−) which present a bone
growth defect. LPA acts on all bone cells including osteoblasts, that are responsible for bone formation, and
osteoclasts, which are specialized cells that resorb bone. LPA appears as a potential new coupling molecule
during bone remodeling. LPA1 is the most ubiquitous LPA receptor among the six LPA receptor family members
(LPA1–6). To better understand the specific role of LPA via its receptor LPA1 in osteoblastic cell lineage we
generated osteoblast-specific Lpar1 knockout mice (Lpar1-ΔOb) by crossing Lpar1flox/flox and Osx:Cre+ mouse
lines. Lpar1-ΔOb mice do not recapitulate the bone defects of Lpar1−/− mice but revealed reduced bone mi-
neralization and decreased cortical thickness, as well as increased bone porosity associated with an augmen-
tation in the lacunae areas of osteocyte and their apoptotic yield. In vitro, primary Lpar1-ΔOb and immortalized
cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts revealed a remarkable premature expression of alkaline phosphatase, reduced cell
proliferation associated with decreased YAP-P nuclear accumulation, and reduced mineralization activity.
Osteocyte specification is markedly impaired as demonstrated by reduced expression of early (E11) and late
(DMP1, DKK1, SOST) osteocyte markers ex vivo in enriched osteocytic fractions of Lpar1-ΔOb mouse bone ex-
plants. In addition, E11 expression and dendrite formation induced by FGF2 are markedly impaired in both
primary Lpar1-ΔOb and immortalized cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts. Taken together these results suggest a new
role for LPA in bone mass control via bone mineralization and osteocyte function.
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1. Introduction
Musculoskeletal diseases (MSD) are the most common disorders in
the human population [1]. MSD have a paramount social and economic
consequences because they exacerbate the impact of multimorbidity
[2]. This indicates the need for better clinical care for patients with
bone diseases. Bone is a complex tissue whose integrity is maintained
throughout the life by the continuous process of bone remodeling [3].
This process is controlled by two cell types: osteoclasts that resorb bone,
and osteoblasts that form new bone. Crosstalk and exchanges between
these cells, under the influence of mechanical stimulation, immune cell
action, and both paracrine and endocrine growth factors, control bone
remodeling. Impaired coordination between osteoblasts and osteoclasts
leads to an imbalance of bone remodeling that is responsible for mul-
tiple forms of MSD.
Lysophosphatidic acid (LPA) is a naturally occurring bioactive lipid
with growth factor activity on a wide range of cells [4]. LPA's effects are
mediated by six different G protein-coupled receptors (LPA1–6). These
receptors share intracellular signaling pathways dependent on Gαi
(LPA1,4,6), Gα12/13 (LPA1,2,4,6), Gαq (LPA1,5) and GαS (LPA4,6) resulting
in potentially redundant or opposing effects of LPA receptors on cell
biology, which include cytoskeleton rearrangements, cell motility,
survival, and both proliferation and differentiation [5]. Evidence that
LPA is produced within bone tissue has been obtained in the context of
bone metastasis wherein it acts as a paracrine factor stimulating cancer
cell proliferation, cytokine secretion and osteoclastic bone resorption
[6,7]. The therapeutic use of LPA and LPA derivatives in bone re-
generation has been proposed recently [8]. However, most eukaryotic
cells, including bone cells, express various forms of LPA receptors
[9–11]. As a consequence, activation of different cell types in bone may
undermine the complex mode of action of LPA in bone pathophysiology
due to pleiotropic activities of LPA through co-activation signals from
multiple receptors. Understanding the role of each type of LPA receptor
in bone cell functions in situ is crucial for more effective therapeutic
applications in MSD.
LPA1 is the most ubiquitous LPA receptor in mammalians [12].
Global deletion of the LPA1 gene in mice (Lpar1) and zebrafish (lpa1)
alters the growth of animals as a consequence of chondrocyte pro-
liferation and bone formation defects [9,13]. However, analyses of the
Lpar1−/− mouse global phenotype have revealed a large spectrum for
LPA function in general homeostasis. Lpar1−/− mice have major neu-
rological defects [14] with an additional alteration in olfactive bulb
maturation that markedly impairs food intake [15]. These mice also
exhibit adipogenesis and glucose tolerance defects [16]. Bone devel-
opment is very sensitive to metabolic changes such as those that occur
in obesity and diabetes [17]. The dietary deficiencies and poor meta-
bolic regulation observed in Lpar1−/− mice are therefore likely to
compromise bone homeostasis. Furthermore, LPA1 is expressed in al-
most all cell types present in the bone microenvironment, osteoblasts
[9], osteoclasts [10], osteocytes [11], chondrocytes [13] and adipo-
cytes [16]. Thus, the bone phenotype of Lpar1−/− mice is likely to be a
consequence of multiple constraints on bone remodeling.
In order to evaluate the specific role of LPA1 expressed by osteo-
blasts during bone development we generated Osx-Cre:GFP/Lpar1fl/fl
(ΔLPA1Osx) mice that exhibited tissue-specific deletion of Lpar1 in os-
teoblastic cell lineage. Micro-computerized tomography measurements,
bone histology and confocal microscopy analyses of ΔLPA1Osx mice
associated with primary and immortalized ΔLPA1Osx bone cell biology
investigations revealed that osteoblastic expression of LPA1 controls
bone quality through osteocyte behavior but not bone growth.
2. Materials and methods
2.1. Mice
Mice with a specific deficiency of Lpar1 in the osteoblastic cell
lineage (Lpar1ΔOb) were generated by using the Cre/loxP strategy.
C57B6J carrying loxP sites flanking exon 3 of the LPA1 receptor gene,
Lpar1fl/fl mice, recently generated by J. Chun and R. Rivera [18] were
crossed with BALB/c heterozygous mice expressing Cre-recombinase
driven by the osterix promoter (Osx1-GFP::Cre/+ mice) obtained from
Dr. Andrew P. McMahon, Harvard University, Cambridge, USA [19].
2.2. Ethics statement
Mice were housed in pathogen-free conditions in the Experimental
Therapy Units in Toulouse (INSERM US 006 ANEXPLO/CREFRE) in
accordance with the Guide for the Care and Use of Laboratory Animals
of the European Council and under the supervision of the authorized
investigators. All protocols involving animal experimentations were
approved by the Animal Care and Ethics Committee of US006/CREFE
(CEEA-122; application number APAFIS#5122–20,160,420 17,274,859
v2).
2.3. Mouse genotyping and real-time PCR
The genotype of all experimental mice was determined by PCR
analysis of genomic DNA extracted from tail or ear biopsies using the
following primers: Cre transgene: forward 5’-CCTGGAAAATGCTTCTG
TCCGTTTGCC-3′ and reverse: 5’-GAGTTGATAGCTGGCTGGTGGCAG
ATG-3′; Lpar1 allele: 5’LoxP forward: 5’-GTTGGGACATGGATGCTA
TTC-3′, Internal forward 1: 5’-AGACTGTGGTCATTGTGCTTG-3′, 3’LoxP
reverse: 5’-GGTTTAGTGGTGTGGGATCG-3′. Total RNA from OC cul-
tures and from powdered whole bone was extracted using Trizol
(Invitrogen AB) and the Nucleospin RNAII kit (Macherey-Nagel).
Complementary DNA from OC and bones were synthesized by reverse
transcription using the iScript cDNA Synthesis kit (Biorad), Expression
of target genes was quantified by qRT-PCR using the Biorad CFX
Connect Real Time PCR Detection System with the iTaq Universal SYBR
Green Supermix (Biorad) and sets of specific primers. Quantifications
were normalized to TBP values and expressed as relative expression
using the 2(−Delta Delta C(T)) method (27). Primer sequences are
indicated in Table 1.
2.4. Micro-computed tomography (μCT)
Three-dimensional (3D) microarchitecture of the distal metaphyseal
femur and cortical midshaft were carried out using a Skyscan 1176
micro-CT scanner (Skyscan Inc.). The X-ray excitation voltage was set to
50 kV with a current of 500 mA. A 0.5 mm aluminum filter was used to
reduce beam-hardening artifacts. Samples were scanned in 70% ethanol
with a fixed voxel size of 9.08 μm. Section images were reconstructed
with NRecon software (version 1.6.1.8, Skyscan). The region of interest
to delineate trabecular bone was drawn manually away from the en-
docortical surface, starting at 0.3 mm of underneath the growth plate
and ending at 1.3 mm. For cortical analysis, 0.5 mm on either sides of
the femur midshaft were reconstructed. The global threshold was set at
0.394 g HA/cm3. Three-dimensional modeling and analysis of bone,
vertebra length and bone volume to tissue volume (BV/TV) were ob-
tained with the CTAn (version 1.9) and CTVol (version 2.0) softwares.
2.5. Digitized microradiography
The technique of digitized microradiography was used to measure
the degree of mineralization of bone (DMB) and its heterogeneity index
[20]. Briefly, 50 μm-thick bone sections were analyzed with a Ham-
mamatsu L9421–02 Microfocus X-ray system tube with a power max-
imum of 8 W, a copper anode, a nickel filter, a beryllium window of
150 μm and a focal spot size of 5 μm in diameter. The exposure para-
meters were high voltage: 40 kV, current: 50 μA, and power of 2 W. The
detector was a Photonic Science FDI VHR 11 M CCD camera with an
active area of 36 × 24 mm (4008 × 2671 pixels). The scintillator was
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Gd2O2S:Tb, and an aluminum filter of 12 μm was used. The image
digitization step was made with a 12-bit digital image detector (pixel
size: 9 μm, object pixel size: 0.83 μm). A threshold of 0.8 g/cm3 was
used. The mean DMB were expressed in g mineral/cm3. Cortical por-
osity was measured on X-ray images with ImageJ software. A threshold
was applied (Li method) and the thresholded image then was then
segmented outline selected. The cortical porosity was assessed using
weighting by the total number of pixels analyzed. For the quantification
of the sizes of pores, each pore was automatically outlined and identi-
fied by a digit. Areas of pores were expressed in μm square (μm2). The
size of the different pores was measured and the distribution of the sizes
of their size was generated.
2.6. Fourier transform infrared microspectroscopy (FTIRM)
Analysis of the intrinsic material properties of bone was performed
on cortical bone as previously described [21,22]. Briefly, thin bone
sections from blocks embedded in PMMA (2 μm thick) were long-
itudinally cut with a polycut in proximal tibia, and analyzed in trans-
mission mode with a Perkin-Elmer GXII Auto-image Microscope (Nor-
walk, CT, USA) equipped with a wide band detector
(mercury‑cadmium-telluride; 7800–400 cm−1). A Cassegrain objective
with a numerical aperture of 0.6 was used with a spatial resolution of
10 μm at typical mid-infrared wavelengths. Ten areas (50 μm × 50 μm)
in metaphysis and 10 in diaphysis were scanned. After curve-fitting of
infrared spectra, 4 variables were measured: mineral maturity, crys-
tallinity, mineral/organic ratio, and collagen maturity. Each spectrum
was collected at 2 cm−1 resolution, and 40 scans by spectrum were
performed in the transmission mode. The contributions of air and
PMMA were subtracted from the original spectrum, baseline adjusted
and curve-fitted with Python software [23]. The following parameters
were determined: the mineral crystallinity (cryst), which is inversely
proportional to the full width at half-maximum of the 604 cm−1 peak
(apatite phosphate environment ν4PO4) and corresponds to both crystal
size and perfection [22], the mineral to organic ratio (min/org) i.e. the
area ratio of the bands of mineral matrix over organic matrix
(1184–910 cm−1/1712–1592 cm−1) [24], the mineral maturity (min
mat) which is calculated as the area ratio of the apatite phosphate over
non-apatite phosphate (1030/1110 cm−1 area ratio) and reflects the
age of mineral [22], and the collagen maturity (coll mat) which is
calculated as the ratio of organic matrix bands (1660/1690 cm−1 area
ratio) [21]. Results are expressed as mean ± standard deviation (SD).
2.7. Quantification of YAP nuclear localization
Cells were immunostained as recently described [25] with an anti
YAP and images acquired with a confocal laser scanning microscope
(Zeiss LSM510) equipped with a 63× plan-Apochromat oil immersion
objective (n.a. 1.4) and a pinhole set to one Airy. On each cell image, a
region of interest (ROI) was defined either within the nucleus, or in the
cytoplasmic area next to the nuclear envelope. As the ROI thickness in
the two positions was likely to be identical, the average fluorescence
intensity should be proportional to YAP concentration in that area and
was estimated using the Fiji public software. Within the same cell, the
ratio of the fluorescence intensities in the nucleus versus the cyto-
plasmic area reflects the YAP concentration ratio in the two compart-
ments. This ratio was represented with a logarithmic scale to have an
identical range of positive and negative ratios. Measurements were
performed with n ≥ 50 (unless otherwise indicated) and differences
were compared with the Student's t-test. Boxplots were generated with
the R public software.
2.8. Quantification of Rac1 localization
Cells were immunostained with an anti Rac1 and images acquired
with a confocal laser scanning microscope (Zeiss LSM510) equipped
with a 63× plan-Apochromat oil immersion objective (n.a. 1.4) and a
pinhole set to one Airy. On each cell image, a line profiling was ac-
quired using Fiji software. Cell border was defined and used to set the
origin. Measurements were performed with n ≥ 50 and differences
were compared with the Student's t-test.
2.9. Cell cultures and FGF2 experimental procedure
Mouse BMSC were isolated from the bone marrow of femurs and
tibias of control and Lpar1ΔOb mice as previously described [26]. Cells
were maintained in Alpha Modified Eagle's Medium alpha (αMEM)
with 10% (v/v) FBS, 100 U/ml penicillin and 0.1 mg/ml streptomycin
at 37 °C. For the colony-forming-unit assay, nucleated cells from the
bone marrow were seeded at 6 × 105 cells per cm2 and cultured for up
to 14 days in the same medium, additionally supplemented with as-
corbic acid (50 μg/ml) and beta-glycerophosphate (10 mM).
Control and Lpar1ΔOb mice primary osteoblasts were isolated as
previously described [27] and maintained in Dulbecco's Modified Ea-
gle's Medium (DMEM) with 100 U/ml penicillin and 0.1 mg/ml strep-
tomycin at 37 °C. Ob-Lpar1fl/fl and cl1-Ob-Lpar1−/− immortalized os-
teoblast were cultured in αMEM with 10% (v/v) heat inactivated FBS,
Table 1
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100 U/ml penicillin and 0.1 mg/ml streptomycin. For induction of os-
teogenic differentiation, Ob-Lpar1 fl/fl and cl1-Ob-Lpar1−/− cells were
seeded and cultured until they reached confluence. The medium was
then supplemented (day 0) with ascorbic acid (50 μg/ml) and beta-
glycerophosphate (10 mM) for 21–30 days. For induction of osteocy-
togenesis, primary and immortalized osteoblasts were seeded, then at
the subconfluence (day 0), the culture media were replaced with 1% (v/
v) FBS supplemented medium, and 10 ng/ml FGF2 (bFGF, Thermo
Fisher Scientific) in 0.1% bovine serum albumin (BSA). Cells were
treated with FGF2 or 0.1% BSA as vehicle and harvested after 4 h for
RT-qPCR analysis or after 24 h for western blot analysis using a mouse
podoplanin antibody (R&D Systems). For actin filament visualization,
the cells were fixed in 4% PFA, rinsed in PBS and permeabilized in 0.1%
(w/v) triton X-100 (Sigma) in PBS for 15 mins after vehicle or FGF2
challenge for 72 h. The cells were rinsed and incubated with 0.6 unit/
mL of Alexa Fluor 488-conjugated phalloidin (Thermo Fisher Scientific)
(in PBS with 0.1% BSA) in the dark at RT for 2 h.
2.10. Ex-vivo osteocyte enriched bone preparation
Osteocytes enriched samples were obtained following as previously
described [28]. Briefly, bone pieces from 4 mice femurs and tibias were
harvested and flushed with PBS to eliminate the bone marrow, and the
trabecular bones cut and removed. The remaining diaphyses samples
were serially digested in α-MEM containing 1 mg/ml of collagenase II
(Thermo Fisher Scientific) on a rocking platform at 90 oscillations per
min at 37 °C for 30 min. The digestion solution containing osteoblasts,
osteoclasts and other peripheral cells was discarded, and the samples
were washed in HBSS. This experiment was repeated four more times
and the digested samples were rinsed, plated and incubated for 24 h in
the primary osteoblast culture medium. Samples were then harvested
for RT-qPCR experiments.
2.11. Histology
For histological preparations, the cortical femurs from 3 week old
CRTL and Lpar1ΔOb mice were isolated, fixed in 4% paraformaldehyde
for 24 h, dehydrated in 70% Ethanol and decalcified in 14% EDTA for
3 weeks. The paraffin embedded tissue samples were cut into 5 μm
sections and stained with Hematoxylin/eosin and analyzed with a
Pannoramic 250 Flash III scanner (3DHISTECH Ltd). For each femur
sample, three sections were cut into three independent plans. ImageJ
software (NIH) was used to count the number osteocytes per mm2 and
to measure the surface of osteocyte lacunae (in μm2). Each measure was
repeated in four randomly selected areas per plan and the average of
the three plans was calculated for each mouse. A TUNEL apoptosis
assay was then performed using an in-situ Cell Death Detection Kit
(Roche, Mannheim, Germany) according to the manufacturer's in-
structions. TUNEL positive osteocytes (in brown) and the living cells (in
blue) were counted in four randomly selected area and the ratio posi-
tive/living cells (%) was calculated for each mouse. The presence of
cleaved Caspase-3 (Asp175) was examined by immunohistochemistry
using a monoclonal rabbit anti-mouse antibody (R&D systems) as pri-
mary antibody. A biotinylated goat anti-rabbit (Abcam) was used as
secondary antibody, and visualized using the peroxidase-conjugated
streptavidin-biotin system (Vectastain). Diaminobenzidine (Abcam)
chromogene substrate was used to visualize positive cells as brown and
hematoxylin eosin was used as counterstaining. The ratio (%) of posi-
tive osteocytes from four randomly selected area was calculated for
each mouse with ImageJ software.
2.12. Confocal osteocyte imaging and quantification
30 μm thick cryo sections of decalcified femurs from both genotypes
were labeled for 1 h with Alexa Fluor 488 Phalloidin (Life
Technologies) and DAPI from (Roche) and then mounted in Fluorsave
Reagent (Calbiochem). Image acquisition was performed at high voxel
resolution with a Zeiss LSM 880 laser scanning confocal microscope,
using an Objective Plan-Apochromat Oil DIC M27. Z stack images were
deconvoluted using Huygens Scientific Volume Imaging (B.V.
Netherlands) and 3-D reconstruction and dendrite quantification was
assessed using Bitplane Imaris 9.3 software (Oxford Instruments).
2.13. Isolation, immortalization, infection, and in vitro Cre-mediated
deletion of osteoblasts
Experiments were carried out using the procedure as previously
described [29]. Briefly, a primary mouse osteoblast-enriched cell po-
pulation was isolated from newborn calvaria using a mixture of 0.3 mg/
ml collagenase type I (Sigma-Aldrich) and 0.25% trypsin (Invitrogen).
Cells were grown in α-MEM medium containing 10% FCS. Primary
osteoblasts (passage 2) were immortalized by transduction with a ret-
rovirus expressing the large SV40 T antigen, cloned, and then tested for
their ability to induce alkaline phosphatase upon differentiation.
Lpar1fl/fl immortalized osteoblasts were infected with an adenoviral
supernatant encoding the Cre recombinase for 1 h in PBS supplemented
with 2% FBS and 1 mM MgCl2.
3. Results
3.1. Selective Lpar1 deletion in osteoblasts affects bone morphometric
parameters
Conditional knockout mice for Lpar1 in the early osteoblastic cell
lineage (Lpar1ΔOb) were generated by crossing Lpar1fl/fl animals [18]
with OsxCre+/− mice (CTRL) whose Cre recombinase is driven by the
osterix (Osx) promoter [19]. We choose the Osx promoter as a driver for
the Cre-recombinase expression because its activation follows Runx2
activation, which engages mesenchymal stem cells into the osteoblastic
lineage. Lpar1 expression was significantly decreased in the bone of
Lpar1ΔOb mice without affecting the expression of genes coding for any
other types of LPA receptors (Fig. 1A). In addition, major tissues that
are well-known to express LPA1 (heart, brain, lungs, intestine) did not
show significantly altered expression of Lpar1 in Lpar1ΔOb mice in-
dicating the specificity of our animals for investigating the role of LPA1
expressed by cells of the osteoblastic lineage on bone development.
Mice with global deletion of Lpar1 (Lpar1−/−) revealed an osteo-
porotic phenotype at 4 weeks of age without significant differences
between males and females [9]. Since then, no studies have further
characterized the bone phenotype of Lpar1−/− mice. We therefore
decided to focus our study on one-month-old female mice. Lpar1Δ Ob
mice showed a mild growth retardation phenotype as judged by a sig-
nificantly shorter length of the femurs (6% reduction) and smaller size
of vertebral plates (11% reduction) compared to controls (Fig. 1C-D).
Interestingly, no significant alteration of the bone mass was detected in
Lpar1Δ Ob mice even though we observed a trend for decreased values
of BV/TV (Fig. 1E) and trabecular thickness (Fig. 1F) parameters in-
dicating a marginal impact on trabecular bone remodeling (Fig. 1 D).
By contrast, femur cortical bone thickness was significantly decreased
in Lpar1Δ Ob mice as compared to CTRL mice (Fig. 1F-G).
3.2. Altered osteoblast differentiation and defective mineralization in
Lpar1Δ Ob mice
To investigate the impact of Lpar1 osteoblast selective deletion at
the cellular level, bone marrow MSCs (mesenchymal stem cells) were
derived from CRTL or Lpar1ΔOb mice, and cultured under osteogenic
conditions. Lpar1ΔOb cultures displayed a lower number and size of
fibroblastic methylene blue stained colonies than CTRL, suggesting a
defect in early progenitor cell proliferation. Conversely the number of
Alkaline Phosphatase (ALP) positive colonies (CFU-AP) in Lpar1ΔOb
was higher than in CTRL (Fig. 2A-B). The monitoring of ALP activity by
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Fig. 1. Lpar1 selective deletion in osteoblasts affects bone morphometric parameters. A- Real-time expression of LPA receptor transcripts in bone, values are the
mean ± SEM **p < 0,01 assessed by ANOVA. B- Real-time expression of Lpar1 transcript levels in various tissues and selective Lpar1 deletion in osteoblasts. C– For
mice analysis samples were respectively CTRL n = 9 and Lpar1△Ob n = 11 -femur and D-vertebra size values of 1 month old female mice from each genotype,* *
p < 0,005 assessed by Mann-Whitney test. D- Bar charts of trabecular bone mass quantification showing BV/TV values of CTRL and Lpar1△Ob mice from femur
microcomputed tomography (μCT) analysis CTRL n = 9 and Lpar1△Ob = 11 assessed by Mann-Whitney test. E- Bar charts of femur cortical thickness values from
CRTL and Lpar1△Ob mice *p < .05 assessed by Mann-Whitney test. F- Representative 3D-μCT reconstruction images of midshaft femur cross section from CTRL and
Lpar1△Ob mice.
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an enzymatic assay in Lpar1ΔOb osteoblasts confirmed the increased
ALP expression over that of CTRL (Fig. 2 C). To facilitate the follow-up
of Lpar1-depleted osteoblast cell differentiation in vitro, Lpar1fl/fl pri-
mary calvaria osteoblasts were immortalized and used as controls (Ob-
Lpar1fl/fl) or subsequently deleted for Lpar1 by adenovirus infection
driving Cre expression, generating Lpar1 −/− osteoblasts (clone cl1-Ob-
Lpar1−/−).
Time sequential ALP staining of Ob -Lpar1 fl/fl and cl1-Ob-Lpar1−/
−osteogenic cultures showed an overall increase of ALP staining and
activity significant at end point, but visible at day 7 suggesting a de-
layed differentiation (Fig. 2D). Proliferation curves showed a sig-
nificantly proliferation defect at days 3, 4 and 5 for cl1-Ob-Lpar1−/−
with respect to Ob-Lpar1fl/fl (Fig. 2E). In addition, cl1-Ob-Lpar1−/−
displayed a significant decrease in cell viability compared to Ob
-Lpar1fl/fl (Fig. 2H). These results, combined with the data obtained
with Lpar1ΔOb derived from MSCs, highlight the importance of LPA1
expression for tuning osteoblast proliferation versus cell differentiation.
YAP/TAZ activation is required for the expression of some LPA-in-
duced genes and plays a critical role in cell proliferation in response to
LPA [30]. YAP/TAZ is activated by Gα12/13, Gαi/O, Gαq/11 that are also
hallmark transducers of intracellular signals of LPA1 activation [30].
YAP promotes osteogenesis by controlling cell proliferation in the Ob-
cell lineage and suppressing adipogenesis [31]. Further studies have
shown the crucial role of YAP expression and its rac1-dependent cel-
lular localization in growth and proliferation pathways. Accordingly,
Ob -Lpar1 fl/fl and cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts were examined by im-
munolabeling for their YAP and rac1 expression and cellular localiza-
tion upon fibronectin adhesion (Fig. 2F). Ob-Lpar1fl/fl displayed YAP
nuclear localization as well as accurate rac1 binding to focal adhesion
structures, but conversely in cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts, YAP and
Rac1 were found to be diffused throughout the cytoplasm. Quantifica-
tion of the YAP nuclear/cytoplasmic ratio showed a significantly de-
crease in cl1-Ob-Lpar1−/− versus Ob-Lpar1 fl/fl (n = 50) indicating a
strong mis-regulation of the YAP pathway. Overall, these results suggest
that alteration of the LPA/LPA1/YAP pathway may result in reduced
survival of cells in the osteoblast lineage.
To further study the impact on differentiation of Lpar1 deletion in
osteoblasts, time course expression of major osteogenic markers was
assessed (Fig. 2G). In cl1-Ob-Lpar1−/−, ALP and BSP were found to be
elevated at the end point of differentiation whereas Col1, Bglap and
Opn were significantly decreased compared to Lpar1fl/fl osteoblasts.
Overall, sequential osteogenic gene expression is disturbed when Lpar1
is lacking in osteoblasts, suggesting a delay in osteoblast maturation.
Cl1-Ob-Lpar1−/− cells revealed a remarkable decrease in cell viability
compared to Ob-Lpar1fl/fl cells as judged by a significant increase in
LDH release starting from D3 after starvation (Fig. 2H).
3.3. Hypomineralization phenotype of Lpar1ΔOb mice
We have shown that cl1-Ob-Lpar1−/− cells display up-regulated
ALP transcript levels compared to Lpar1fl/fl osteoblasts during osteo-
genic differentiation. Because ALP is involved in matrix mineralization,
we then monitored the ability of cl1-Ob-Lpar1−/− to mineralize the
matrix in vitro using Alizarin Red staining. In comparison to Lpar1fl/fl
osteoblasts Cl1-Ob-Lpar1−/− cells showed a strong delay in the time
course to achieve bone matrix mineralization (Fig. 3A). This last result
prompted us to investigate to what extent bone mineral properties are
affected in Lpar1ΔOb mice with respect to CRTL mice. MicroCT analysis
revealed that cortical femur bone mineral density (BMD) values from
Lpar1ΔOb mice were significantly lower than those of CRTL mice
(Fig. 3B) and suggested an hypomineralization in Lpar1ΔOb bones.
Indeed, the degree of bone mineralization measured by X-ray micro-
radiography analysis on tibia cortical sections confirmed a significant
decrease in mineral content in Lpar1ΔOb versus CRTL long bones
(Fig. 3C), further supported by a lower mineral/organic ratio quantified
by FTIRM bone analysis (Fig. 3 D). Taken together, these data indicate
that Lpar1 deficiency in osteoblasts results in a defect of bone miner-
alization.
3.4. Bone cortical defect in Lpar1ΔOb mice
The hypomineralization and reduced cortical thickness observed on
Lpar1ΔOb long bones suggest that Lpar1 deficiency in osteoblastic cell
lineage might could potentially deeply impact on cortical bone quality
and structure. In order to examine this point, we analyzed cortical bone
structure and cellular content. Cortical porosity of both femurs and ti-
bias were assessed by two different technical approaches. Cortical
porosity was first assessed by μCT analysis at the midshaft of the fe-
murs. Lpar1ΔOb bones revealed a significantly higher cortical porosity
than those of CTRL (Fig. 4A). Consistently, microradiography digitized
image analysis showed that Lpar1ΔOb tibia cortical porosity was sig-
nificantly higher than Lpar1fl/f tibia transverse sections, which resulted
in an increased number of pores in the range of osteocyte lacunaes
(Fig. 4B).
The cellular content of compact bone is mainly composed of os-
teocytes (90%), which are fully differentiated osteoblasts embedded in
the bone matrix [32]. Consequently, specific Lpar1 deletion in osteo-
blast could potentially affect the osteocyte phenotype. To provide more
insights into the cortical bone defect in Lpar1ΔOb mice, osteocyte dis-
tribution and viability were assessed by histological analyses of cortical
bone performed on midshaft femur sections. Similar numbers of os-
teocytes per mm2 were found in both genotypes whereas the mean size
of osteocyte lacunae areas appeared to be larger in the bone of
Lpar1ΔOb mice than CTRL mice, confirming previous X-ray micro-
radiography digitized imaging results (Fig. 4C). These results suggest
altered osteocyte behavior in Lpar1ΔOb mice. This hypothesis was
further supported by histological analyses of cortical bone sections
stained for TUNEL and cleaved Caspase-3 assays showing a significant
increase in the number of TUNEL-positive (Fig. 4D) and activated
Caspase 3-positive cells/mm2 (Fig. 4E) in Lpar1ΔOb cortical bone
compared to CTRL. These results indicate for the first time that altered
LPA1 signaling in osteoblastic cell lineage promotes osteocyte apoptosis
in vivo.
Osteocytes are endocrine cells that orchestrate bone remodeling and
Fig. 2. Lpar1-deficient osteoblasts showed reduced proliferation, increased ALP activity and altered differentiation. Primary mouse BMSCs from 3 week old CTRL and
Lpar1△Ob mice were cultured in osteogenic differentiation medium for 21 days and corresponding cells were (A) stained with methylene blue for total number of
colony-forming-unit-fibroblasts (CFU-F) and B- stained for Alkaline Phosphatase (ALP) for total number of CFU-ALP. C– ALP dosage of CTRL and Lpar1△Ob D21 Ob.
D- Preosteoblasts immortalized clones Cl1-Ob-Lpar1−/− and Ob-Lpar1fl/fl were plated at the same density, cultured in the non-osteogenic medium and at each time-
point, cells were counted n = 3. ALP activity was analyzed by either staining of osteogenic culture or by colorimetric dosage at each time-point. E- Lpa1 deficiency
induced ALP activity increase in early osteoblasts. Cl1Ob-Lpar1−/− and Ob-Lpar1fl/fl clones were cultured in the osteogenic medium for 21 days and ALP activity was
analyzed by staining and colorimetric dosage at days 0,7,14 and 21, n = 3. values are the mean ± SEM *p < .05 assessed by Mann-Whitney test. F-Immunostaining
of Yap (red) and Rac1 (green) on Cl1-Ob-Lpar1−/− and Ob-Lpar1fl/fl clones Scale bar statistical analysis of YAP nuclear to cytoplasmic ratio. Data are represented on a
logarithmic scale. n = 50; statistical significance of differences was assessed by a two-tailed unpaired Student's t-test, and the box plot is representative of three
independent experiments. G- Cl1-Ob-Lpar1−/− and Ob-Lpar1 fl/fl clones were cultured in the osteogenic medium. Real-time PCR showing relative expression levels of
osteoblast differentiation markers; values are the mean ± SEM *p < .05,**p < .01 assessed by Mann-Whitney test. H– Cl1-Ob-Lpar1−/− and Ob-Lpar1fl/fl cells
were plated at the same density for 6 days and fluorimetric LDH release assay was performed following serum starvation to assess cell viability, values are the
mean ± SEM ***p < .001 assessed by Mann-Whitney test.
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calcium homeostasis through secreted factors such as sclerostin and
FGF-23 [32]. To better characterize the osteocyte phenotype in
Lpar1ΔOb mice, we performed real-time PCR of osteocyte markers in
bone explants (Fig. 4E). E11 (podoplanin), an actin fiber bundle con-
nector which is involved in dendrite formation [33] and expressed
mainly in embedding osteoblasts and mineralizing osteocytes was
strongly reduced in Lpar1ΔOb bone explants (Fig. 4E). Dkk1 (Dikkopf-
related -protein-1) a wnt pathway antagonist [34] and Dmp1 (Dentin
Matrix Protein1) were also significantly down-regulated in Lpar1ΔOb
bone explants compared to CTR. In contrast, the level of transcripts
corresponding to matrix proteins, PHEX and MEPE, as well as Connexin
43, were not significantly altered in CTRL bone explants. Sost
(sclerostin transcript) which is expressed in mature osteocytes and is
instrumental for osteocyte-mediated control of bone remodeling, was
strikingly decreased in Lpar1ΔOb bone explants. Taken together, these
results indicate that Lpar1 deficiency in osteoblasts results in a defect of
osteocyte homeostasis.
3.5. Osteocyte dendrite network is affected by osteoblast Lpar1 deficiency
Osteocytes are mechanosensors and mechanotransducers re-
sponsible for the adaptation of bone to internal and external stress.
They form a dense highly connected dendritic network that extends
from the cell body through bone canaliculae, allowing communications
Fig. 3. Defective bone mineralization in Lpar1△Ob mice.
A- Mineralization was analyzed by Alizarin Red staining at days 7,14,21 and 30 of culture. B- Cortical volumetric bone mineral density (vBMD) was measured from
digitally extracted 3D bone cortical volumes of CTRL and Lpar1△Ob femur *p < .05, assessed by Mann-Whitney test. C- Digitized microradiography images (upper
panel) and corresponding DMB (degree of bone mineralization) of cortical tibia section from CTRL and Lpar1 △ mice (lower panel) values are the mean ± SEM
*p < .05, assessed by Mann-Whitney test. D- Fournier Transformed Infra Red Microscopy (FTIRM) analysis showing mineral index, mineral and collagen maturity of
CTRL and Lpar1 △Ob mice tibia, values are the mean ± SEM *p < .05, assessed by Mann-Whitney test.
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Fig. 4. – Lpar1 selective deletion in osteoblasts impacts osteocytes and increases cortical porosity. A - Percentage of bone cortical porosity was evaluated from
digitally extracted 3D μCT bone cortical volume femur analysis of CRTL n = 8 and Lpar1△Ob n = 11 *p < .05, assessed by Mann-Whitney test. B- Tibia cortical
porosity: pore density over the total cortical surface was measured by quantitative microradiography, values from 70 to 79 μm2 were considered for each genotype;
values are± SEM *p < .05, assessed by Mann-Whitney test. C- Representative hematoxilin staining of femur cortical sections of CRTL and Lpar1△Ob from 3 week
old mice. Arrows indicate enlarged lacunae around osteocytes in Lpar1△Ob, the number of osteocytes/mm2 were counted and numbers reported in the corre-
sponding bar chart. D-E Representative TUNEL (D) and cleaved Caspase-3 (E) staining of cortical section of Crtl and Lpar1△Ob femur from 3 week old mice and
corresponding quantitative bar charts; values are the mean ± SEM *p < .05, assessed by Mann-Whitney test. F- Real-time PCR of osteocyte markers expression in
flushed long bones of both genotype values are the mean ± SEM *p < .05, and **p < 0,01 assessed by Mann-Whitney test.
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and interactions with the vasculature and bone endosteum [35]. Fi-
broblastic growth factor 2 (FGF2) is known to induce dendrite exten-
sion from osteoblasts in vitro [36]. We therefore decided to explore the
osteocyte dendrite pattern in cl1-Ob-Lpar1−/− cells through labeled
actin filament under FGF2 treatment. As anticipated, FGF2 promoted
filament extensions in Lpar1fl/fl cells but almost no dendrite extensions
in cl1-Ob-Lpar1−/− cell culture (Fig. 5A). Similar experiments were
performed on primary osteoblasts from CRTL and Lpar1ΔOb mice. In
these conditions FGF2 induced the formation of a dense dendrite net-
work in CTRL cells, that was absent in Lpar1ΔOb cells (Fig. 5B). In
agreement with these findings FGF2 failed to upregulate the expression
of the E11osteocyte marker, both at the transcriptional (Fig. 5C) and
protein (Fig. 5D) levels in cl1-Ob-Lpar1−/− cells compared to Ob-
Lpar1fl/fl cells. Confocal analyses showed that osteocyte dendrite
numbers/mm3 was significantly decreased in the cortical bone of
Lpar1ΔOb mice compared to CTRL mice (Fig. 5E). Altogether, these
results revealed a major role for LPA1 in dendrite formation and os-
teocyte maturation.
4. Conclusions
LPA is a lipid mediator that controls bone homeostasis by exerting
complex effects on all types of bone cells as well as bone marrow and
vascular cells [8]. Previous studies from our laboratories and others
have shown that LPA through its receptor LPA1 promotes both bone
formation and bone resorption [9,10]. As a consequence, despite their
extent, in vivo analyses of the Lpar1−/− mouse bone phenotype failed to
unravel the specific role of LPA1 in bone homeostasis. In this study, we
have investigated the specific role of the LPA/LPA1 pathway in bone-
forming cells in vivo by generating Lpar1ΔOb mice by conditional de-
letion of Lpar1 in osteoblastic cell lineage.
Lpar1ΔOb mice showed a milder deterioration of the bone micro-
structure than Lpar1−/− mice that exhibit strong osteoporosis [15]. In
addition, Lpar1−/− mice reveal a strong alteration in growth that is not
observed in Lpar1ΔOb mice at the same age although these mice had a
significant moderate reduction in size of the femurs and L5 vertebrae.
The differences between these two genetically modified mouse lines
may have multiple causes as LPA1 is the most ubiquitous of all LPA
receptors. Lpar1−/− mice have major defects in the nervous and adi-
pose systems and in metabolic functions controlling glucose tolerance,
which may significantly impair the mouse growth [14–16] but which
should not be affected in Lpar1ΔOb mice. Cranio-facial, sternal and
costal abnormalities are characteristics of Lpar1−/− animal phenotype
which are due to impaired chondrocyte activity and endochondral os-
sification [9]. Unexpectedly, these characteristics were not found in
Lpar1ΔOb mice although Osx-cre:GFP expression is also detected in
hypertrophic chondrocyte zone at the growth plate [37]. Nevertheless,
the absence of morphogenic defects in Lpar1ΔOb mice might reinforce
previous hypothesis claiming the essential role of LPA1 in chondrocytes
[9,13]. Nevertheless, Lpar1−/− and Lpar1ΔOb mice revealed a series of
similar bone defects such as decrease in cortical thickness and miner-
alization, which are associated with decreased osteogenesis of bone
marrow mesenchymal cells and expression of bone markers (Col1,
Bglap) compared to WT and control animals, respectively. As a new
observation, our results in Lpar1ΔOb mice highlighted the essential role
of LPA1 in osteocytogenesis and on organization of the osteocyte den-
drite network.
Osteoblasts derived from Lpar1ΔOb bone marrow mesenchymal
cells displayed a lower ability to generate colony-forming-units (both in
size and number) in vitro suggesting a cell proliferation defect in early
progenitors. This hypothesis agrees with the proliferative and pro-sur-
vival action of LPA via LPA1 in murine and human bone marrow me-
senchymal cells [8,38]. In addition, immortalized cl1-Ob-Lpar1−/−
osteoblasts revealed a significant decrease in cell survival associated
with a significant decrease in the YAP nuclear/cytoplasmic ratio. YAP/
TAZ activation is required for the expression of some LPA-induced
genes and plays a critical role in cell proliferation in response to LPA
[30]. These results suggest that deregulation of the YAP pathway may
be a major cause of reduced cell survival of osteoblastic cells deficient
in LPA1. Deletion of YAP or its co-activator TAZ from osteoblast-lineage
cells causes lethality in mice due to skeletal fragility [39]. Recently, the
co-deletion of YAP/TAZ was shown to increase osteocyte apoptosis and
to impair osteocyte perilacunar/canalicular remodeling by reducing
canalicular network density, length, and branching [40]. Lpar1ΔOb
Fig. 4. (continued)
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Fig. 5. Lpar1 deletion impairs osteocyte dendrite formation
A- Representative micrographs of immortalized clones Cl1-Ob-Lpar1−/− and B- Ob-Lpar1fl/fl primary CTRL and Lpar1△Ob osteoblasts treated with FGF2 (10 ng/ml)
for 3 days and stained for actin filament visualization (Alexa Fluor 488 Phalloidin, arrowheads) and for nuclei (Hoechst, bleu). C- Real-time PCR for E11 in Cl1-Ob-
Lpar1−/− and Ob-Lpar1fl/fl clones after FGF2 (10 ng/ml) challenge for 4 h compared to vehicle. D- Representative Western blot and quantification showing E11
protein expression in immortalized clones Cl1-Ob-Lpar1−/− and Ob-Lpar1fl/fl after 24 h challenge, where (+) is FGF2 treated cells, and (−) is vehicle treated
control. Results were normalized by the GAPDH protein for loading control. E- 3D-Deconvoluted Z stack images of cortical bone, were analyzed for quantification of
dendrites/mm3 (arrowheads) n = 3 mice per genotype and 2 zones of 3 sections/mice were measured; values are the mean ± SEM *p < .05, and **p < 0,01
assessed by Mann-Whitney test.
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mouse osteocytes exhibited in vivo similar profound increase in apop-
tosis rate and impaired canalicular network density suggesting that
LPA/LPA1 axis may contribute to YAP/TAZ osteocytogenesis activity.
Other types of LPA receptors expressed in osteoblasts are also known to
activate YAP/TAZ especially in different cellular contexts such as LPA4
through Gα12/13 that promotes developmental angiogenesis [41]. As
opposed to the osteoporotic phenotype of Lpar1−/− mice, Lpar4−/−
mice exhibit an osteopetrotic bone phenotype [42]. Both LPA receptors
activate Gα12/13 [5]. In this respect inactivation of one of the receptors
should be compensated, at least partially, by expression of the other.
This was not observed in clone cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts. However,
the shift from a Gαi/O pathway induced by LPA1 to a GαS pathway
induced by LPA4 in osteoblasts has been proposed to contribute to the
opposing bone phenotypes of global knockout animals [43]. The GαS
signaling pathway activates Lats1/2 which blocks downstream YAP/
TAZ activation [30]. Our data therefore support the notion of a pre-
valence of the LPA/LPA4/GαS pathway in osteoblasts in the absence of
LPA1 expression.
Lpar1 deficiency in osteoblasts leads to an alteration in osteogenic
maturation reflected by increased expression of BSP, ALP transcription
and activity. Poor mineralization is also associated with high levels of
mRNA and ALP activity in osteoblasts of hypophosphatemic (Hyp) mice
due to loss of Phex function [44], but as such, increased ALP cannot
explain the reduction in mineralization. Therefore, the primary defect
responsible for osteoblast hypomineralization phenotype in Lpar1ΔOb
mice is not fully understood. Collagen fibril deposition, assembly and
maturation are essential for initiation of mineralization [45,46]. In-
triguingly, reduced expression of Col I was also observed in Lpar1ΔOb
mouse osteoblasts and in clone cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts that may
contribute to insufficient mineralization. Moreover, the expression of
matrix proteins Col I, BGLAP and OPN in cl1-Ob-Lpar1−/− cells and
Dmp1 in Lpar1ΔOb bone explants are significantly down-regulated.
Interestingly, the temporal shift of increase in ALP and BSP transcripts
and decay in the level of bone matrix proteins (Col I, OPN, Dmp1) is
found in aging and senescent osteoblasts [47,48]. Our data suggest that
Lpar1-deficient osteoblasts are prematurely engaged in an aging pro-
gram. Aging has a remarkable influence on bone quality, as shown by a
decrease in cortical thickness associated with an increase in cortical
porosity which is characteristic of the bone quality during aging in
women [49]. MicroCT, microradiography and histological analyses of
the long bones of Lpar1ΔOb mice reveal a significant reduction in
cortical thickness and an increase in cortical porosity, confirming the
idea that Lpar1 deficiency in osteoblasts may promote premature bone
aging.
Unbalanced expression of bone matrix proteins in osteoblasts could
lead to poor quality of bone mineralization [50]. Indeed, cl1-Ob-
Lpar1−/− cells cultured under osteogenic conditions showed diminu-
tion of Alizarin Red staining indicating alteration of cell mineralization
capacity in vitro. This defect is likely to explain several bone char-
acteristics of Lpar1ΔOb mice that displayed a low cortical bone mineral
density assessed by μCT, a low degree of mineralization assessed by
microradiography and a significant decrease in the mineral index/or-
ganic ratio determined by FTIRM analysis. Overall, Lpar1ΔOb mice
presented a marked hypo-mineralization phenotype.
Besides poor mineralization impairing bone quality, hypo-miner-
alization has also been shown to affect osteocyte perilacunal and ca-
nalicular remodeling as detected in the Hyp-mouse model of X-linked
hypophosphatemia [51]. Osteocytes are the most abundant cells in
bone representing> 90% of total bone cells [52].These cells corre-
spond to the terminal stage of osteoblast differentiation that eventually
become embedded into their own bone matrix [52]. Osteocytes are
mechanosensor cells that inhibit bone formation under steady state
conditions [32]. In the context of hypo-mineralization observed in
Lpar1ΔOb mice, histological sections of Lpar1ΔOb cortical bone display
augmented osteocyte apoptosis and larger lacunar cavities. In agree-
ment with previous findings showing that the LPA/LPA1 axis is
important for osteoblast cell lineage survival [53,54] our study suggests
that the LPA/LPA1 axis could also potentially impact on osteocyte
survival through bone mineralization. Osteocyte markers such as
Dmp1, and the wnt pathway inhibitors Dkk1 and Sost are dcreased in
bone explants of Lpar1ΔOb mice. This result was rather unexpected
because Lpar1ΔOb mice exhibited only a mild bone loss phenotype with
a decrease in cortical bone thickness, whereas Sost-deficient mice have
a strong osteopetrotic phenotype [55]. Moreover, targeting SOST with
romosozumab has recently been validated as a novel therapy for os-
teoporosis [56]. Nevertheless, our data agree with recent reports
showing that despite a drastic decrease of osteocytic markers including
Sost, Ppargc1a/b conditional knockout mice osteoblasts and osteocytes
exhibit an osteopenic bone phenotype [57] indicating that miss-egula-
tion of multi-gene programs both in osteoblasts and osteocytes, such as
in Ppargc1a/b conditional knockout mice or Lpar1ΔOb mice, may affect
wnt inhibitor production but without promoting bone formation.
Nonetheless, another osteocyte marker E11 or podoplanin is
downregulated in bone explants from Lpar1ΔOb mice. E11 is an im-
portant autocrine osteocyte factor, which starts to be expressed at the
time the osteoblast is embedded in the organic matrix. E11 expression is
later required for the process of dendritic projection and branching
during osteocyte differentiation [35]. LPA has been shown to induce
dendrite outgrowth in MLO-Y4 osteocytic cells that is inhibited by
Ki16425, a non-selective inhibitor of LPA1/LPA3 receptors and pertussis
toxin which inhibits the Gαi pathway [11]. In contrast to CTRL osteo-
blasts, E11-dependent induction of dendrite extensions by FGF2 is ab-
rogated in Lpar1ΔOb and cl1-Ob-Lpar1−/− osteoblasts. Experiments
carried out with MLO-Y4 cells showed that LPA induced-dendritogen-
esis is a membrane- and cytoskeleton-driven process with actin dy-
namics playing a critical role [58]. Our results suggest that LPA1 trig-
gers actin cytoskeleton remodeling that promotes membrane extensions
through E11 activation during osteocyte differentiation.
In conclusion, our study shows tor the first time that expression of
LPA1 in osteoblastic cell lineage controls bone mineralization and os-
teocyte specification. Our study raises caution about long term inhibi-
tion of LPA1 activation that could potentially favor premature bone
aging.
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En développant au laboratoire plusieurs nouvelles approches expérimentales 
histologiques, cellulaires, biochimiques ou moléculaires, j’ai pu mettre en évidence un rôle 
spécifique in vivo et in vitro du récepteur LPA1 sur la lignée ostéoblastique tant dans 
l’ostéoblastogenèse que dans l’ostéocytogenèse. L’évaluation fine du phénotype des souris 
Lpar1Ob en collaboration avec l’équipe d’Oliver Peyruchaud à Lyon m’a permis de montrer 
un rôle majeur dans la différentiation et la minéralisation des ostéoblastes matures. Le LPA1 
intervient surtout au niveau cortical avec un impact profond sur les ostéocytes emmurés 
dans le tissu osseux.  
Une exploration originale des ostéocytes, d’une part à partir d’un modèle ex vivo de 
culture d’explants d’os enrichis en ostéocytes, et d’autre part à partir d’un modèle 
d’ostéocytogenèse in vitro en utilisant des ostéoblastes m’a permis d’analyser l’expression 
des principaux marqueurs ostéocytaires  et  de mettre en évidence l’importance de la 
présence du récepteur LPA1 dans les phases précoces de la différenciation ostéocytaire, 
tant morphologiquement que moléculairement.  
Dans cette discussion je vais apporter quelques notions et commentaires relatifs aux 
travaux publiés, pour compléter la discussion de l’article BBA. Je vais aussi présenter 
quelques résultats complémentaires non publiés, et les replacer dans le contexte du modèle 
de la souris Lpar1Ob et dans le champ des connaissances de la littérature sur 
l’ostéoblastogenèse et l’ostéocytogenèse. Enfin, je discuterai l’intérêt de la signalisation du 
LPA en physiopathologie osseuse, sur la base des données de la littérature et de quelques 
données préliminaires, relatives à l’implication du LPA dans la physiopathologie de la 
scoliose idiopathique de l’adolescent. 
 
1. Implication du récepteur LPA1 au cours de l’ostéoblastogenèse 
L’acide lysophosphatidique est un médiateur lipidique naturel dont les fonctions 
biologiques affectent de nombreux organes dont le tissu osseux, tissu dans lequel le 
récepteur LPA1 semble jouer le rôle majeur (367,369). Notre équipe a mis en évidence la 
participation du LPA1 dans l’ostéogenèse dans un modèle murin Lpar1-/- dans lequel 
l’expression de ce récepteur a été désactivée de façon globale. Ces travaux publiés en 2011 
ont pu montrer qu’en absence du récepteur LPA1, les animaux présentent un défaut de 
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croissance et un phénotype ostéoporotique sévère avec des anomalies de maturations des 
vertèbres et des côtes (376). 
Au cours de mes travaux, j’ai généré des souris Lpar1Ob dont l’expression du 
récepteur LPA1 a été spécifiquement désactivée dans la lignée ostéoblastique grâce à la 
stratégie d’invalidation conditionnelle Cre/Loxp, dépendante du promoteur du facteur de 
transcription Osterix (382). Les souris Lpar1Ob analysées à 4 semaines, présentent une 
altération du développement du squelette modérée par rapport à celle des souris Lpar1-/-. 
En effet, les souris Lpar1-/- présentaient 20% de réduction au niveau de la longueur des 
fémurs contre 6% pour les souris Lpar1Ob (figure 1 de l’article BBA). De plus, les souris 
Lpar1Ob n’ont pas montré d’anomalies majeures du développement vertébral, mais 
présentent une réduction de 11% de la longueur de la vertèbre L5 (figure 1 de l’article BBA). 
Ces différences de phénotype sont probablement liées à la spécificité ostéoblastique du 
modèle de souris Lpar1Ob. En effet, la recombinasse Cre est sous le contrôle du gène 
osterix qui n’est pas exprimé dans les chondrocytes de la zone proliférative de la plaque de 
croissance. Ainsi, le récepteur LPA1 serait toujours exprimé dans cette zone et stimulerait 
une activité normale de la plaque de croissance. L’importance du récepteur dans les 
chondrocytes prolifératifs a déjà été soulignée par l’étude Nishioka et al, qui a montré par 
des modèles murins et zebrafish, que l'axe ATX-LPA-LPA1 contribuait à la prolifération des 
chondrocytes en régulant l'assemblage de la fibronectine, permettant une bonne formation 
du cartilage de croissance (362). Il faut tout de même noter qu’osterix est présent dans la 
zone hypertrophique de la plaque de croissance et qu’un impact de cette zone sur la taille 
finale des fémurs ou des vertèbres ne peut pas être exclu.   
Le phénotype des souris Lpar1Ob est logiquement plus représentatif du rôle du 
récepteur LPA1 dans le tissu osseux. Les souris Lpar1Ob ont révélé une baisse de la 
minéralisation osseuse et une réduction de l’épaisseur de l’os cortical (figure 1 et 3 de 
l’article BBA), défauts retrouvés également chez les souris Lpar1-/-. En revanche, au niveau 
de l’os trabéculaire, les souris Lpar1Ob n’ont pas montré les mêmes défauts que les souris 
Lpar1-/-. Ces dernières avaient présenté une réduction du volume trabéculaire osseux de 
81% et de 77% respectivement au niveau de réduction vertébrale et fémorale, avec 
d’importantes altérations dans le nombre, l’épaisseur et les connectivités des travées 
osseuses (376). Les souris Lpar1Ob ne présentent aucune altération significative de la 
masse osseuse au niveau trabéculaire même si l’analyse du microCT semble indiquer une 
tendance plutôt à la baisse des valeurs du BV/TV (figure 1 de l’article BBA). J’ai donc 
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poursuivi l’analyse de l’os trabéculaire par une analyse histologique de coupes de fémurs et 
de tibia des souris, dans le but d’explorer la présence de potentielles anomalies qui 
impacteraient particulièrement la morphologie du tissu osseux trabéculaire. Comme indiqué 
par coloration HE des coupes à la figure 25 (A, B), aucune différence majeure n’est ressortie 
de cette approche entre les souris Lpar1Ob et les CTRL. Au niveau moléculaire, j’ai réalisé 
une exploration des principaux marqueurs de la formation osseuse par RT-qPCR à partir de 
morceaux d’os de fémur et de tibia. Comme indiqué à la figure 25 (C), aucune différence 
significative n’a été observée au niveau de l’expression osseuse des marqueurs Col1, BSP, 
OPN, PAL, OPG, et BGLAP chez les souris Lpar1Ob à 4 semaines de croissance 
comparativement aux souris CTRL. Ces résultats pourraient s’expliquer par l’impureté des 
prélèvements de tissus osseux, qui représente d’ailleurs l’un des inconvénients de cette 
approche de qPCR sur tissu total. En effet, malgré le rinçage et l’élimination de la moelle, les 
prélèvements comportent un mélange d’os trabéculaire, d’os cortical et de cellules 
périphériques qui peuvent soit fournir des informations similaires ou opposées, car étant 
différentiellement impactés par l’invalidation. L’ensemble de ces résultats confirme tout de 
même les observations du microCT, et indique que l’absence du récepteur LPA1 dans la 
lignée ostéoblastique n’impacte pas de façon drastique le développement osseux des souris 
à 4 semaines, et n’affecte pas le tissu osseux trabéculaire.  
Ces données sont intéressantes pour discuter la dualité de l’activité du LPA à la fois 
dans les ostéoblastes et les ostéoclastes.  Le LPA a été rapporté  notamment par les travaux 
du Dr Peyruchaud comme étant impliqué dans l’activité des ostéoclastes, avec une action 
importante du récepteur LPA1 (367). En l’absence du LPA1 dans les cellules 
ostéoformatrices, on aurait pu s’attendre à ce que la diminution potentielle de la formation 
osseuse induise une activité accrue des ostéoclastes, une résorption osseuse plus 
importante, et par conséquent un phénotype ostéoporotique sévère. Or, dans notre modèle 
de souris Lpar1Ob, on ne retrouve pas ce phénotype  « attendu ». De plus, l’exploration de 
certains marqueurs de l’activité des ostéoclastes comme la TRAP a été réalisée par l’équipe 
du Dr Peyruchaud dans le tissu osseux des souris Lpar1Ob, n’a révélé aucune différence 
par rapport aux  souris CTRL. Ceci confirme l’absence d’une résorption osseuse supérieure. 
Il faut tout de même noter que les travaux du Dr Peyruchaud  montrant l’activité fonctionnelle 
du LPA1 dans les ostéoclastes, ont été réalisés dans un modèle de souris ostéoporotique, 
où l’activité ostéoclastique est particulièrement importante. Dans notre modèle,  les souris 
Lpar1Ob sont en pleine croissance, où l’activité ostéoblastique, du fait du modelage de l’os, 
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est prioritaire sur la résorption osseuse, ce qui pourrait expliquer qu’il n’y ait pas eu une 
suractiavtion des ostéoclastes. Des explorations complémentaires seraient intéressantes 
notamment sur des souris Lpar1Ob plus âgées (3 et 6 mois) ou induites en ostéoporose, 
afin de mieux comprendre le couplage entre activités ostéoblastique et ostéoclastique en 













    
 
Figure 25 : Résultats complémentaires sur le phénotype osseux des souris Lpar1Ob. (A, B) Images 
représentatives de coupes histologiques d’os trabéculaire de fémurs (A) et de tibia (B) des souris CRTL et 
Lpar1Ob, colorées à l’hématoxyline éosine. (C) Expression relative des marqueurs ostéogéniques par RT-qPCR 
à partir de prélèvements d’os entier des souris  CRTL et Lpar1Ob récupérés et séparés de la moelle osseuse.  
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Au cours de cette étude, j’ai également mis en évidence des altérations dans 
l’ostéogenèse avec différentes approches in vitro.  
D’abord, les CFU (colonies forming unit) que j’ai obtenues à partir des cultures de 
cellules stromales mésenchymateuses des souris Lpar1Ob, ont montré un défaut de 
prolifération et de différenciation (figure 2 de l’article BBA). Ces données sont en accord avec 
celles rapportées précédemment dans le modèle de souris Lpar1-/-, ainsi qu’avec les 
données de la littérature (303,372,383). J’ai pu également mettre en évidence un défaut de 
prolifération cellulaire, ainsi qu’une altération dans l’expression des principaux marqueurs du 
programme de différenciation ostéogénique des ostéoblastes immortalisés. Ainsi, 
l’expression du collagène de type 1, de l’ostéocalcine et de l’ostéopontine a été retrouvée 
diminuée, tandis que celle de la PAL et de la BSP a été retrouvée augmentée dans les 
cellules cl1-Ob-Lpar1−/−  comparativement aux cellules contrôles. Les cellules cl1-Ob-Lpar1−
/−  ont également présenté un retard et une diminution dans le processus de minéralisation. 
Ces altérations globales de la différenciation cellulaire et de la minéralisation, provoquée par 
l’absence du récepteur LPA1 ont été retrouvées dans différents travaux déjà publiés. En 
effet, le LPA a largement été décrit pour ses effets positifs sur le développement du 
squelette, avec une implication particulièrement importante du récepteur LPA1 
(218,339,376,383). En revanche, l’augmentation de l’activité PAL retrouvée dans les cellules 
cl1-Ob-Lpar1− /−   n’est pas en adéquation avec les données de Liu et al qui avaient 
clairement rapporté que le LPA stimulait l’activité PAL et la minéralisation. Dans leur modèle 
de cellules mésenchymateuses humaines immortalisées hBMSC-TERT traitées ou non avec 
le ki16425, ils avaient associé cet effet du LPA à l’expression du récepteur LPA1 (384,385). 
De même, Dziak et al avaient montré en utilisant la lignée cellulaire MG63, que l'application 
de 100 µM de LPA double quasiment l'activité PAL après 3 et 5 jours de traitement (386). 
Cette augmentation de l’activité PAL parait encore plus inattendue si on l’interprète de façon 
associée à la diminution de la minéralisation. Dans la littérature, très peu de données 
pathologiques décrivent une augmentation de la PAL dans un contexte d’hypominéralisation. 
Le cas le plus spectaculaire qui a été décrit est le modèle de la souris  hypophosphatémique 
(Hyp) dont le gène Phex est dysfonctionnel, et qui présente non seulement une production 
ostéocytaire accrue de FGF23, mais également une expression ostéoblastique accrue de la 
PAL ainsi qu’une hypominéralisation (387). En plus de l’hypominéralisation et de la PAL, 
d’autres travaux ont rapporté dans ce modèle, des similitudes très intéressantes avec notre 
modèle murin Lpar1Ob, comme une augmentation de la taille des lacunes ostéocytaires et 
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une altération de leur réseau dendritique (387,388). En conclusion, l’absence du récepteur 
LPA1 dans la lignée ostéoblastique a révélé in vitro, des altérations sur plusieurs processus 
cellulaires de l’ostéogenèse, allant de la prolifération des progéniteurs à la maturation 
complète des ostéoblastes. Cependant in vivo, ces altérations n’ont pas montré un impact 




2. Implication du récepteur LPA1 au cours de l’ostéocytogenèse 
 
Les souris Lpar1Ob ont présenté une hypominéralisation de l’os cortical, une 
apoptose élevée des ostéocytes et une altération sévère du réseau lacuno-canaliculaire. Les 
ostéocytes de la matrice présentaient des lacunes plus larges et des dendrites ostéocytaires 
moins nombreuses, ainsi qu’une diminution de l’expression d’importants marqueurs à savoir 
E11, Dmp1, Dkk1 et SOST. Dans la littérature, de telles anomalies ont été rapportées dans 
plusieurs études, de façon corrélée pour la plupart. La diminution de la minéralisation et la 
réduction de l’épaisseur de l’os cortical ont été souvent corrélées à l’altération du réseau 
lacuno-canaliculaire des ostéocytes, et retrouvées dans les modèles d’os âgés, sénescents, 
et ostéoporotique (389–392). De même, McKenzie et al ont récemment rapporté un lien 
entre survie des ostéocytes, porosité corticale et masse osseuse. En effet, dans leur modèle 
de souris invalidées conditionnellement pour les récepteurs FGFR1 et FGFR2 dans les 
ostéoblastes matures et les ostéocytes, ils ont mis en évidence une augmentation de la mort 
ostéocytaire et une augmentation de la taille des lacunes ostéocytaires dès 3 semaines de 
croissance (393). En revanche, à partir de 6 semaines les souris ont développé une 
croissance osseuse accrue, mais immature avec une altération des propriétés mécaniques. 
Par ailleurs, des défauts de différenciation et de maturation des cellules ostéoblastiques 
peuvent résulter en une mort cellulaire accrue des ostéocytes, une perte de masse osseuse 
et une augmentation des risques de fractures (391). Ainsi, les travaux de Piemontese et al 
ont par exemple rapporté une diminution de la masse osseuse, une réduction de l’épaisseur 
corticale, une proportion importante de lacunes ostéocytaires vides et une altération dans le 
réseau ostéocytaire dans leur modèle de souris Osx1-Cre/Atg7ΔOb déficientes pour 
l’autophagie dans les ostéoblastes (figure 26) (394). Ce modèle est d’autant plus intéressant 
car l’autophagie est un processus de différenciation important dans la lignée ostéoblastique 
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(395). Tous ces différents modèles semblent présenter des mécanismes similaires avec  













Figure  26 : Altérations du réseau d'ostéocytes chez les souris invalidées pour l’autophagie dans les 
cellules de la lignée des ostéoblastes. a) Mesures histomorphométriques de la densité des ostéocytes (Ot.N / 
B.Ar, nombre d'ostéocytes par zone osseuse) dans l'os cortical tibial des souris Osx-cre (n = 4) et Atg7ΔOb (n = 
5). b) Mesure histomorphométriques des lacunes ostéocytaires vides dans l'os cortical tibial des mêmes souris 
décrites en a. (d) Images représentatives du marquage à la phalloïdine des coupes de tibia. Toutes les mesures 
ont été effectuées sur des portées de 6 mois (394). 
 
Enfin, dans le modèle de la souris hypophosphatémique que j’évoquais 
précédemment, et dont le gène Phex est dysfonctionnel, des similitudes très intéressantes 
sont retrouvés par rapport aux souris Lpar1Ob (figure 27). En effet, comme indiqué à la 
figure 14, les souris Hyp présentent un os cortical poreux, avec une altération de 
l’organisation des ostéocytes (388). L’ensemble de ces données semble indiquer que la 
chaine de causalité démarre par un défaut de différenciation et/ou de minéralisation des 
ostéoblastes, qui pourrait découler en une mort cellulaire anormale des ostéoblastes et/ou 
des ostéocytes. Comme nous avons vu en introduction, la minéralisation est un élément 
important dans la maturation terminale de l’ostéocyte (51). Par conséquent, un défaut de 
minéralisation pourrait impacter sa survie et provoquer une altération dans l’organisation de 
la matrice osseuse.  
 
 















Figure  27 : Altérations de l’os cortical et du réseau d'ostéocytes chez les souris Hyp, déficientes pour le 
gène Phex. (A) Coloration H&E des cortex tibiaux des souris WT et Hyp. Quantification histomorphométrique de 
l’aire des lacunes ostéocytaires normalisée par le nombre d'ostéocytes (Lac.Ar/osteocyte); (B) Coloration à la 
thionine du réseau canaliculaire dans les cortex tibiaux des souris WT et Hyp. Quantification du nombre de 
canalicules / ostéocytes, des connectivités canaliculaires et des ramifications canaliculaires. Les données sont 
représentatives de celles obtenues à partir de 3 souris par génotype. p <0,05 (388). 
Dans le modèle Lpar1Ob, on pourrait donc supposer que le LPA via son récepteur LPA1 
contrôle l’homéostasie osseuse, par son action précoce dans la prolifération, la survie et la 
minéralisation de l’ostéoblaste, et que l’absence de cette action a pu provoquer ou aggraver 
les effets sur l’ostéocyte. De plus, il a récemment été démontré que le LPA via son récepteur 
LPA1 était impliqué dans la production du FGF23 dans le tissu osseux (314). Sachant que le 
FGF23 est un acteur hormonal absolument crucial pour le control de l’homéostasie du 
phosphate, on pourrait aussi supposer que l’absence du LPA1 impacte de façon indirecte le 
processus de minéralisation. Ces nouvelles données représentent une perspective très 
intéressante d’exploration de la relation entre LPA, FGF23 et métabolisme phosphocalcique. 
 
Nous avons montré in vitro que le LPA, par l’intermédiaire du LPA1, exerce une 
action spécifique sur l’ostéocytogenèse et sur la formation des dendrites grâce aux 
stimulations par le FGF2. Ces données sont en accord avec la littérature, le LPA ayant déjà 
été rapporté comme stimulant l’élongation des dendrites dans la lignée ostéocytaire MLOY-4 
par un mécanisme dépendant du couplage Gi (380). Le réseau des dendrites faisant partie 
intégrante de la machinerie de communication cellulaire et d’échange de nutriments, on peut 
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supposer que la taille réduite des dendrites ostéocytaires des souris Lpar1Ob a pu induire 
leur entrée en apoptose plus précocement.  
 
L’ensemble de ces observations laissent penser que le phénotype des souris 
Lpar1Ob serait une résultante des impacts causés sur l’ostéoblastogenèse et la 
minéralisation osseuse, ainsi que sur l’ostéocytogenèse. Pour différencier ces deux 
processus, il serait probablement intéressant d’étudier l’importance du récepteur LPA1 dans 
un modèle d’invalidation spécifique dans l’ostéocyte, comme les modèles basés sur 
l’expression de la recombinase CRE sous le contrôle de Dmp1 ou de Sost (393,396,397). De 
plus, cela pourrait permettre de mieux élucider les voies de signalisations impliquées en aval 
et leurs cibles moléculaires. 
 
 
3. Signalisation impliquée dans les défauts d’ostéoblastogenèse et 
d’ostéocytogenèse dans le modèle Lpar1Ob. 
Le LPA via son récepteur LPA1 est capable de déclencher diverses cascades de 
signalisation dépendantes du couplage à différentes protéines G, à savoir Gαi, Gα12/13 ou 
Gαq. Dans le contexte du développement osseux, notamment au cours de 
l’ostéoblastogenèse, certains de ces couplages ont particulièrement été mis en évidence, 
tels que récapitulés par Blackburn J et Mansell JP (voir figure 28) (398).  
Ainsi, le LPA a largement été décrit dans la littérature comme activant majoritairement 
une signalisation Gi, aboutissant à l’activation de la cascade des MAP kinases notamment 
ERK. Cette signalisation via ERK, est connue depuis très longtemps comme une voie 
majeure de la signalisation LPA, en raison de ses effets sur la prolifération et la survie 
cellulaire et la différentiation des ostéoblastes. Elle stimule notamment l’expression de la 
PAL (figure 28). Par contre, l’action de Gi sur l’activité de l’adénylate cyclase, qui reste un 
effet important de l’axe Gi, est encore mal connue dans les ostéoblastes. Au  niveau de 
l’ostéocytogenèse, le couplage Gi a également été rapporté de même qu’une implication du 
récepteur LPA1.  
 
 












Figure 28 : Aperçu des voies de signalisation du LPA dans les ostéoblastes (Adapté de Blackburn et 
Mansell, 2012). Plusieurs voies de signalisation sont à l’origine des réponses cellulaires des ostéoblastes sous 
l’action du LPA. L’activation de G12/13 induit une activation de ROCK et stimule un remaniement du 
cytosquelette. L’activation de Gi, le plus souvent associé au LPA1 (entouré en rouge) induit une activation de 
MEK, une augmentation de la phosphorylation de ERK et stimule la prolifération cellulaire et l’expression de la 
PAL dans les ostéoblastes. L’action sur la régulation de l’adénylate cyclase n’est pas connue. Le LPA a 
également été rapporté comme stimulant la minéralisation en réponse à l’action de la signalisation purinergique 
via les récepteurs P2X7; dans ce cas, le LPA généré peut rétroagir et / ou influencer les cellules voisines de 
manière autocrine. Enfin, une activation de PKC via Gq également rapportée par le LPA1-3, avec un effet 
potentialisateur sur l’activation de ERK (398). 
 
Au cours de mes travaux je me suis particulièrement intéressé à la signalisation Gi 
via le récepteur LPA1. J’ai tout d’abord exploré l’impact de LPA1/Gi sur l’activité de 
l’adénylate cyclase, et donc sur la production de l’AMPC cyclique. Plusieurs hypothèses sont 
possibles. D’abord, en absence du récepteur LPA1 et de son couplage Gi, il pourrait y avoir 
une perte totale du signal Gi et une augmentation de la production de l’AMPc intracellulaire 
(suractivation intrinsèque). Comme deuxième hypothèse, si le signal Gi n’est pas perdu, et 
qu’il persiste, il pourrait s’agir d’une compensation par d’autres récepteurs au LPA (LPA 2,3, 
et 4) capables d’activer Gi. La troisième possibilité est que le signal Gi du récepteur LPA1 
n’ait absolument aucun impact sur l’adénylate cyclase et sur la production d’AMPc. 
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Pour étudier ces hypothèses, j’ai utilisé le modèle in vitro des ostéoblastes 
immortalisés Ob-Lpar1fl/fl et cl1-Ob-Lpar1−/− indifférenciés et je me suis intéressé à l’axe 
Gi/AMPc. En lysant les cellules, il est possible de doser l’AMPc par une méthode ELISA. 
Cette approche peut être réalisée au repos, en absence de ligand. Ensuite, pour évaluer la 
stimulation de Gi, il est possible d’activer chimiquement l’adénylate cyclase par la Forskoline 
(agent pharmacologique) pour augmenter le taux d’AMPc intracellulaire. En stimulant dans 
un second temps les cellules par des agonistes Gi comme le LPA, on évalue le taux 
d’inhibition de la production d’AMPc. Comme indiqué à la figure 29A, le niveau basal d’AMPc 
intracellulaire est plus bas dans les cellules cl1-Ob-Lpar1−/− comparé aux cellules contrôles. 
Après stimulation par 10µM de FSK, et 1 ou 10µM de LPA, les cellules Ob-Lpar1fl/fl et cl1-
Ob-Lpar1−/−  ont présenté  une diminution similaire de l’AMPc accumulé après 30min de 
l’ordre de 50% (figure 29B). 
 
 

























Figure 29 : Exploration de l’activité Gi/AMPc/ERK en absence du récepteur LPA1 dans les ostéoblastes in 
vitro. (A, B) Les clones cl1-Ob-Lpar1−/−  et Ob-Lpar1fl/fl ont été ensemencés dans le milieu de culture 10% SVF, 
passés en milieu 0% SVF pendant 24h, traités pendant 1H à l’IBMX, puis stimulés ou non par 10µM de 
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Forskoline +/- 1ou 10µM de LPA pendant 30 minutes. Les cellules ont ensuite été lysées dans du HCL à 0,1M, 
puis l’AMPc intracellulaire a été dosé par réaction colorimétrique ELISA (Enzo life sciences). La valeur du dosage 
a été normalisée par la quantité d’ADN cellulaire. (A) AMPc dosé sur les cellules au repos. (B) AMPc dosé sur les 
cellules stimulées (C) Coloration de la PAL réalisée sur les clones cl1-Ob-Lpar1−/−  et Ob-Lpar1fl/fl cultivés dans 
le milieu ostéogénique pendant 14 jours avec ou sans U0126 (10µm). Les valeurs sont la moyenne ± SEM * p 
<0,05, ** p <0,01 évaluée par le test de Mann-Whitney. 
 
Un résultat similaire a été obtenu sur les cellules différenciées pendant 21 jours en 
milieu ostéogénique. Pour expliquer ces résultats, on peut émettre comme hypothèses que 
soit il y a une activation basale de l’axe Gi/AMPc dans les cellules cl1-Ob-Lpar1−/−, soit une 
activité constitutive Gs/AMPc du récepteur LPA1, les deux revenant à la normale en 
présence d’une forte stimulation de l’AMPc. Dans le premier cas, il pourrait s’agir d’une 
activité Gi constitutive de l’un ou des récepteurs LPA 2,3 et 4. Dans la littérature cette 
hypothèse n’a jamais été clairement vérifiée. Le terme «activité constitutive des RCPG» a 
même été associé dans certains cas à un artefact expérimental généré par la liaison de 
ligands endogènes qui ne sont pas retirés de leurs sites de liaison au RCPG pendant les 
processus de pré-incubation (399). Ceci pourrait particulièrement être vrai dans le cas du 
LPA qui peut être produit localement au niveau des membranes cellulaires (294,307). 
 
Dans un second temps, je me suis intéressé à l’activité de Gi/ERK. Des cellules ont 
été cultivées en milieu ostéogénique avec ou sans traitement par le U0126, un inhibiteur de 
ERK1/2. Au cours de cette approche, le LPA est « supposé » apporté par la présence de 
sérum dans le milieu de la même façon pour les cellules contrôle que les cl1-Ob-Lpar1−/−. 
Cette fois-ci, je me suis directement intéressé à l’évaluation de l’activé PAL, comme étant un 
effecteur de la signalisation ERK dans les ostéoblastes.  L’activité PAL a été retrouvée 
augmentée au bout de 14 jours de différenciation dans les cellules cl1-Ob-Lpar1 − / − , 
confirmant nos précédents résultats (figure 29C). En revanche, en présence d’U0126, on 
obtient une diminution importante de la PAL dans les cellules cl1-Ob-Lpar1− /−  tandis 
qu’aucune variation n’est retrouvée dans les cellules contrôle. Même si ces expériences 
restent insuffisantes, on pourrait supposer qu’en présence du récepteur LPA1, l’activité de la 
PAL est assurée par un autre couplage de signalisation que Gi/ERK, et que cette autre voie 
est probablement majoritaire. En absence du récepteur LPA1, l’excès de production de PAL 
semble être lié à une suractivité du signal Gi/ERK, provenant potentiellement de l’activation 
d’un autre ou d’autres récepteurs ou encore d’un mécanisme inconnu. Si les résultats de 
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l’AMPc sont surprenants, ceux-ci, quoique contre-intuitifs, vont également dans le sens d’une 
activité supérieure de Gi. Sur le plan physiopathologique, la surexpression de Gi a été 
rapportée dans des données in vivo comme étant associée à une diminution de 
l’ostéogenèse (217). Des expériences complémentaires seraient utiles pour décrypter 
l’implication d’un tel mécanisme chez les souris Lpar1Ob.  
Comme évoqué précédemment, en absence du LPA1, trois autres récepteurs sont 
susceptibles d’être impliqués dans une activité Gi, à savoir les récepteurs LPA 2,3 et 4. Je 
me suis donc intéressé à l’expression de ces récepteurs dans les cellules cl1-Ob-Lpar1−/− et 
contrôle. J’ai déterminé par qPCR le profil d’expression de ces récepteurs au cours de la 
différenciation  des ostéoblastes immortalisés. Comme indiqué à la figure 30, aucune 
modification statistiquement significative  n’a été retrouvée chez les cellules  cl1-Ob-Lpar1−/−
, hormis une tendance à la diminution du LPA3 et à une augmentation du LPA4 en fin de 
différenciation. Il importe toutefois de noter que cette expression n’est pas un critère exclusif 
d’exploration de la signalisation, leur cinétique d’action ainsi que leur expression protéique 
pouvant influencer tout autant le résultat. 
 
Il parait donc clair que nous n’avons pas assez d’éléments pour trancher en faveur de 
l’hypothèse d’une suractiavtion de la voie Gi/ERK pour expliquer tout au moins les défauts 
d’ostéoblastogenèse dans le modèle Lpar1Ob.  
 
 Ceci étant, l’expression du récepteur LPA4 est particulièrement intéressante à 
discuter, et doit être replacé dans son contexte au niveau osseux. En effet, une balance de 
signalisation entre le LPA1 (via Gi) et le LPA4 (via Gs) a longtemps été suggérée dans la 
littérature sans démonstration définitive (384). L’équilibre des signaux issus de ces deux 
récepteurs seraient déterminantes pour optimiser la prolifération et la différenciation 
cellulaires au cours de l’ostéogenèse (218). Pour rappel, les souris Lpar4-/- présentent une 
augmentation du volume osseux trabéculaire, du nombre et de l’épaisseur des travées (384). 
Comme vu en introduction, un mécanisme a récemment été rapporté, stipulant que le LPA4 
inhibe l’ostéogenèse en bloquant la signalisation RhoA / ROCK1 / β-caténine, favorisant au 
bout du compte une différenciation adipocytaire (379). Dans le cadre de notre modèle de 
souris Lpar1Ob, on pourrait ainsi émettre l’hypothèse que l’action du récepteur LPA1 
pendant l’ostéoblastogenèse, passe par une promotion de la voie RhoA / ROCK1 / β-
caténine, et donc un couplage G12/13. Au cours de mes travaux, je n’ai pas pu explorer 
l’action des couplages G12/13, ni Gq. Il serait donc intéressant à l’occasion de projets futurs 
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d’analyser l’importance de ces couplages non seulement pendant l’ostéoblastogenèse, mais 
également au cours de l’ostéocytogenèse, un des processus sévèrement impacté chez les 

















Figure 30 : Expression relative par RT-qPCR des récepteurs LPA2, 3, et 4 au cours de la différenciation 
ostéoblastique in vitro. Les clones cl1-Ob-Lpar1−/− et Ob-Lpar1fl/fl ont été cultivés dans le milieu ostéogénique 
et les échantillons d’ARN ont été récoltés au fur et à mesure pour la RT-qPCR. Les valeurs sont la moyenne ± 
SEM * p <0,05, ** p <0,01 évaluée par le test de Mann-Whitney. 
 
 
Les altérations observées sur l’ostéocytogenèse in vitro et in vivo dans notre modèle 
Lpar1Ob méritent également d’être discuté du point de vue de la signalisation. Depuis 
l’étude de Karagiosis et al, montrant que le LPA stimule la formation de dendrites sur les 
cellules de type ostéocytaires MLO-Y4 par un mécanisme Gi dépendant, aucune autre 
donnée n’existe dans la littérature (380).  
 
Au cours de cette thèse, je me suis intéressé à la signalisation Gi du LPA1 dans le 
modèle d’ostéocytogenèse. En effet, j’ai d’abord prétraité les cellules contrôle Ob-Lpar1fl/fl 
par le ki16425 (10µM), un inhibiteur sélectif des récepteurs LPA1 et LPA3 avant de les 
stimuler par le FGF2. Comme indiqué à la figure 31A, le blocage pharmacologique des 
récepteurs LPA1 et 3 dans les cellules contrôles n’inhibe pas l’expression de E11 au niveau 
messager. Dans ces conditions, cela pourrait signifier que la présence du récepteur LPA1 
est requise pour médier l’expression et/ou l’activité de E11 suite à une stimulation par FGF2. 
Cependant, cette approche peut présenter des limites. Il est tout aussi possible que la dose 
d’inhibiteur utilisée soit insuffisante, et que la durée du traitement ne soit pas optimale. De 
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même l’utilisation du ki16425 impacte aussi le récepteur LPA3 dont le rôle dans ce modèle, 
et le rôle dans l’activité du récepteur LPA1 n’est pas connu. 
 
En utilisant les mêmes conditions de culture, je me suis intéressé à l’expression des 
récepteurs LPA 2,3 et 4. Comme indiqué à la figure 31b, aucune modification majeure n’a 
été observée dans les cellules contrôles ni dans les cl1-Ob-Lpar1−/−. On note tout de même 
une tendance pour le LPA4 à diminuer laissant penser qu’il pourrait être plus important dans 
l’ostéoblastogenèse que dans l’ostéocytogenèse. Aucune donnée de la littérature ne permet 
d’appuyer cette hypothèse, hormis le fait que dans l’étude de Karagiosis et al, une 
expression quasi nulle du LPA4 ait été retrouvée dans les lignées ostéocytaires MLOY4.  
 
En somme, même si nous n’avons pas tous les éléments pour comprendre les 
mécanismes moléculaires supprimés ou induits par l’absence du récepteur LPA1, nous 
avons pu discuter quelques hypothèses, et leur possible implication dans les processus 
d’ostéoblastogenèse et d’ostéocytogenèse. Ces expériences préliminaires sont tout de 
même des pistes très intéressantes pour la suite du travail sur le récepteur LPA1. 
 
Pour poursuivre ce travail, il serait intéressant de restaurer ou de surexprimer le 
récepteur LPA1 dans les cellules ostéoblastiques afin d’étudier les voies de signalisations 
impliquées au cours de l’ostéocytogenèse. Il serait également intéressant d’étudier 





























Figure 31 : Exploration de l’implication des récepteurs au LPA associés au couplage Gi au cours de 
l’ostéocytogenèse in vitro. Les clones cl1-Ob-Lpar1−/− et Ob-Lpar1fl/fl ont été stimulés avec 10ng/ml de FGF2 
seul ou après prétraitement avec 10µM de Ki16425 dans le milieu. Les échantillons d’ARN ont été récoltés 4 
heures après la stimulation pour la RT-qPCR. Les valeurs sont la moyenne ± SEM * p <0,05, ** p <0,01 évaluée 
par le test de Mann-Whitney. (A) Expression relative de E11 dans les cellules Ob-Lpar1fl/fl avec ou sans Ki16425. 
(B) Expression relative des récepteurs associés au couplage Gi du LPA. 
 
4. Perspectives sur l’intérêt du LPA en physiopathologie osseuse  
L’étude réalisée sur le modèle de souris Lpar1Ob a permis de montrer que le LPA1 était 
un acteur majeur dans le processus de minéralisation osseuse et dans le processus 
d’ostéocytogenèse et dans la survie des ostéocytes. Ces données laissent penser que le 
LPA pourrait être une cible intéressante au niveau osseux. Ceci ouvre donc des perspectives 
pour répondre à des problématiques de minéralisation osseuse, par exemple dans le 
contexte des approches de génération tissulaire par optimisation de biomatériaux. De plus 
en plus d’études sont réalisées dans ce domaine afin de mieux moduler la réparation de l’os 
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dans les cas de fractures sévères. Ainsi, une étude récemment publiée par Yu et al, a 






Figure 32 : Structures d’analogues monofluorés du LPA (401). 
 
En effet, Yu et al ont utilisé un modèle murin d’ostéotomie, où est induite une ablation 
critique de l’os au niveau fémoral. Ensuite, ils ont remplacé le tissu osseux par un 
biomatériau dégradable, le chitosan/beta-tricalcium, contenant soit du PBS, soit du LPA, soit 
un analogue du LPA. Au bout de 10 semaines, le matériau imbibé d’analogue du LPA a 
permis une réparation totale de l’os comme indiqué par les analyses de micro CT et 









Figure 33 : L’analogue du LPA permet une régénération osseuse chez la souris ostéotomisée 
contrairement au LPA (400) (micro CT et coloration Hématoxyline éosine des coupes d’os 2, 5 et 10 semaines 
après la chirurgie) 
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 Yu et al, ont clairement attribué l’absence d’effet in vivo du LPA à son instabilité  
moléculaire, l’analogue utilisé, lui possédant une excellente stabilité. Cette approche pourrait 
donc potentiellement être utilisée chez l’homme pour régénérer l’os, ou comme traitement de 
l’ostéoporose. 
 Les résultats obtenus sur l’ostéocytogenèse dans le modèle Lpar1Ob ouvrent 
des pistes intéressantes pour explorer le rôle du LPA dans les mécanismes cellulaires 
impliqués dans la physiopathologie de la scoliose idiopathique de l’adolescent (AIS). 
 Les patients AIS sont associés à une faible masse osseuse, et un volume 
osseux cortical et trabéculaire plus faible avec des propriétés mécaniques affectées 
(402,403). La physiopathologie de cette maladie n’est pas clairement établie. Les différentes 
études tendent à indiquer qu’il s’agit d’une pathologie multifactorielle dans laquelle plusieurs 
paramètres anormaux coexistent (219). Des anomalies ont entre autres été rapportées dans 
la littérature aux niveaux génétique et hormonal (219). Ainsi, une résistance à la signalisation 
Gi de certains RCPGs a été rapportée parmi les mécanismes moléculaires affectés dans les 
ostéoblastes des patients AIS. Comme nous avons vu en introduction, les récepteurs de la 
sérotonine, de la mélatonine et de la ghréline sont des acteurs importants dans le control de 
l’ostéogenèse. En 2004, l’équipe du Pr Moreau au canada a rapporté que la voie 
Gi/mélatonine est dérégulée dans les ostéoblastes matures de patients AIS (287). 
Récemment, il a été publié dans le laboratoire une étude montrant que la ghréline induit la 
différenciation des ostéoblastes humains matures via la voie GHS-R1a/Gi/AMPc et que cette 
voie de la ghréline est altérée chez les patients AIS (404). De même, nous avons mis en 
évidence au laboratoire, une résistance de la signalisation LPA via Gi sur la production 
d’AMPc sur 42% des AIS étudiés, résistance retrouvée chez seulement 18% des témoins. Il 
semble donc que le LPA pourrait jouer un rôle majeur dans l’AIS.  
 Sur la base de mon travail, nous avons émis l’hypothèse que le LPA pourrait 
être impliqué dans certains dysfonctionnements chez les AIS, potentiellement via une 
résistance Gi/AMPc ou plutôt par une résistance de l’axe Gi/ERK du LPA. Une telle 
résistance de la signalisation du LPA dans les ostéoblastes AIS, pourrait causer des 
anomalies cellulaires au niveau des ostéoblastes mais aussi au niveau des ostéocytes. 
 D’ailleurs, au niveau des mécanismes cellulaires, des études récentes chez des 
patients AIS, ont rapporté des anomalies ostéocytaires similaires à celles retrouvées dans le 
modèle Lpar1Ob. Les ostéocytes de ces patients présentaient des dendrites moins 
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nombreuses et moins longues que les témoins (405,406). De plus les mêmes études ont 
montré un défaut de minéralisation et une diminution des principaux marqueurs de l’activité 








Figure 34 : Altérations ostéocytaires chez les patients AIS : RT-qPCR montrant les principaux marqueurs 
ostéocytaires sur des ostéocytes primaires de patients AIS et images de microscopie électronique à balayage de 
coupes de biopsies de tissus osseux (au niveau de la crête iliaque) montrant les altérations du réseau 
dendritiques des ostéocytes AIS. Figure modifiée à partir des références (405,406).   
 L’ensemble de ces résultats a été retrouvé dans notre modèle de souris 
Lpar1Ob. Cependant ils demeurent insuffisants pour établir une corrélation entre la 
physiopathologie et le LPA. D’où la nécessité d’investiguer d’avantage les mécanismes 
moléculaires du LPA chez les AIS. 
 Une exploration fine de la signature moléculaire du LPA dans les ostéoblastes AIS 
par RNA sequencing apparait comme une approche intéressante. Ceci permettrait entre 
autres d’explorer une potentielle altération du programme de minéralisation et différenciation 
ostéocytaire et de déterminer de potentiels marqueurs de cette résistance au LPA. Pour 
réaliser cette exploration en continuité avec ce projet de thèse, l’équipe a obtenu un 
financement de la part de la région Occitanie (projet RBIO). Grace à ce financement j’ai pu 
initier les premières expériences sur des ostéoblastes primaires humains provenant de 
patients AIS et témoins. J’ai stimulé ces ostéoblastes avec du LPA, puis les ARNs ont été 
extraits et analysés par RNAseq. L’analyse de ces données permettra potentiellement de 
d’identifier des cibles du LPA dans les ostéoblastes humains et de déterminer si la résistance 
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